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Les télomères forment la structure qui coiffe les extrémités des chromosomes. Ils sont 
essentiels pour protéger l’intégrité génomique. À cause du problème de fin de réplication, les 
télomères raccourcissent à chaque division cellulaire, menant à l’arrêt du cycle cellulaire, à la 
sénescence et à la mort cellulaire. Pour contrevenir au raccourcissement des télomères, les 
cellules immortalisées et hautement prolifératives, ainsi que la plupart des eucaryotes 
unicellulaires tels que Saccharomyces cerevisiae, expriment la télomérase, un complexe 
ribonucléoprotéique enzymatique qui rallonge les télomères.  
Pour permettre le maintien de la longueur des télomères et assurer l’intégrité du 
génome, plusieurs régulateurs contrôlent le recrutement et l’activité de la télomérase, 
s’assurant du ciblage précis de l’activité de la télomérase à ses substrats. Aux télomères, un 
dérèglement des mécanismes de régulation de la télomérase peut mener au raccourcissement 
des télomères, à des fusions de chromosomes et au développement d’un potentiel cancéreux. 
La télomérase peut aussi agir aux cassures d’ADN où son activité se traduit par l’ajout de novo 
d’un télomère et conduit à la perte de matériel génétique, à l’instabilité génomique et 
possiblement à la mort cellulaire. Son recrutement et son activité y sont donc inhibés. Les 
mécanismes par lesquels la cellule régule l’activité de la télomérase aux télomères et aux 
cassures d’ADN restent encore peu connus. De plus, en réponse à certains stress, ces 
mécanismes peuvent être altérés. Les travaux présentés dans cette thèse ont pour but 
d’étudier les régulateurs de l’activité de la télomérase et l’impact de certains stress cellulaires 
sur cette régulation.  
Dans la première partie, nous avons étudié la localisation de l’ARN TLC1, la sous-unité 
ARN de la télomérase, à travers le cycle cellulaire chez S. cerevisiae. Alors que cet ARN est 
majoritairement dans le nucléoplasme en G1/S, il démontre une accumulation nucléolaire en 
phase G2/M du cycle cellulaire. Chez la levure, la réparation des cassures d’ADN se fait 
majoritairement par recombinaison homologue et est exclue du nucléole. Dans ce contexte, 
nous avons formulé l’hypothèse que l’accumulation de l’ARN TLC1 au nucléole en G2/M 
constitue un mécanisme par lequel l’ajout de novo de télomère est inhibé aux cassures d’ADN. 
Nous avons fixé comme buts de caractériser les mécanismes régulant l’accumulation 
nucléolaire de l’ARN TCL1 et d’étudier comment la présence de dommage à l’ADN influence 
cette régulation.  
Nous avons pu montrer que la localisation nucléolaire de l’ARN TLC1 dépend de 
l’hélicase Pif1, de la protéine de la recombinaison homologue Rad52 et que la présence de 
dommage à l’ADN et l’absence de Rad52 influence le trafic nucléaire de cet ARN. Dans ces 
conditions, la protéine de la recombinaison homologue Rad51 permet l’accumulation de Cdc13 
aux cassures et favorise l’accumulation de l’ARN TLC1 au nucléoplasme et aux cassures d’ADN. 
Cette accumulation est dépendante de la SUMO ligase Siz1 et mène à une augmentation 
d’ajout de novo de télomère aux sites de cassures d’ADN. Pour pouvoir quantifier 
l’augmentation d’ajout de novo de télomère, nous avons développé une nouvelle approche 
basée sur le séquençage haut-débit de type Illumina pour identifier et quantifier les 
événements d’ajout de novo de télomère sur le génome entier de manière non-biaisée.  
Dans la deuxième partie de la thèse, nous avons étudié les mécanismes contrôlant 
l’expression d’un régulateur de la télomérase nommé TERRA (telomeric repeats containing 
RNA). TERRA est un long ARN non-codant qui est transcrit à partir des régions sous-
télomériques jusqu’aux répétitions télomériques. Chez S. cerevisiae, l’expression de TERRA est 
inhibée au niveau de sa transcription par le complexe SIR et au niveau de sa dégradation par 
l’exonucléase Rat1. Pourtant, les télomères courts expriment TERRA à des niveaux élevés. Cette 
augmentation de l’expression de TERRA permet de concentrer et de cibler l’activité de la 
télomérase aux télomères courts. En étudiant l’expression de TERRA, nous avons remarqué que 
les télomères exprimant cet ARN démontrent une perte prématurée de leur cohésion en phase 
S du cycle cellulaire. Nous pensons que l’organisation structurelle des télomères et, plus 
particulièrement, la cohésion télomérique participe à la régulation de l’expression de TERRA. 
De plus, plusieurs groupes ont montré que l’expression de TERRA était régulée en réponse à 
plusieurs stress, de façon indépendante de la taille des télomères. Dans ce contexte, nous 
formulons l’hypothèse que le stress oxydatif et les changements métaboliques induits durant la 
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transition diauxique influence l’expression de TERRA. Pour cette partie de la thèse, nous avions 
comme but d’étudier comment l’expression de TERRA étaient régulé par les changements 
métaboliques comme la transition diauxique et d’étudier le rôle joué par le complexe de la 
cohésine dans la régulation de l’expression de TERRA. 
Nous avons montré que les télomères courts montrent une perte de cohésion 
prématurée en début de phase S, ce qui favorise l’expression de TERRA en cis. Alors qu’une 
perte de fonction partielle de la cohésine résulte en une augmentation de l’expression de 
TERRA, la rétention forcée de cohésine à un télomère court réprime sa transcription. Cette 
perte de cohésion aux télomères courts est dépendante de Sir4 mais indépendante de Sir2, ce 
qui suggère que le rôle de Sir4 dans l’ancrage des télomères à la membrane nucléaire pourrait 
être impliqué dans ce phénomène. Nous avons également montré que la transcription de 
TERRA est induite durant la transition diauxique, une phase de croissance cellulaire où, suite à 
la déplétion du glucose, les cellules adaptent leur métabolisme en faveur de la respiration 
oxydative. Cette augmentation d’expression coïncide avec l’accumulation cytoplasmique de 
TERRA.  
Ensemble, les travaux présentés dans cette thèse explorent les liens entre les stress 
cellulaires tels que les dommages à l’ADN, le raccourcissement télomérique, le stress oxydatif 
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Abstract 
 
Telomeres constitute the structure at the end of linear chromosomes which is essential 
to protect genome integrity. Due to the end-replication problem, telomeres get shorter with 
every cell division, leading to cell cycle arrest, senescence and cell death. To counteract 
telomere shortening, highly proliferative cells and most unicellular eukaryotes, like 
Saccharomyces cerevisiae, express telomerase, a ribonucleoprotein enzyme that elongates 
telomeres. 
Many regulatory pathways affect telomerase activity and recruitment to assure precise 
targeting of telomerase activity to its proper substrate, the telomeres. Impairing these 
pathways can lead to telomere shortening, end-to-end chromosome fusions and 
immortalization. Telomerase can also be recruited at double strand breaks (DSBs), where its 
activity leads to de novo telomere additions which induce genomic instability, loss of genetic 
information and possibly cell death. For this reason, telomerase recruitment and activity is 
strongly inhibited at DSB. However, the mechanisms behind this regulation are still poorly 
understood. Furthermore, many cellular stresses affect telomerase regulation at telomeres and 
DSBs. Our goal is to study the regulation of telomerase activity and the impact of cellular 
stresses on this regulation. 
In the first part of this thesis, we looked at the cell cycle localization of the 
Saccharomyces cerevisiae RNA subunit of the telomerase, TLC1 RNA. While TLC1 RNA is mostly 
in the nucleoplasm in G1/S, it accumulates in the nucleolus in G2/M. In yeast, the most 
common DSB repair pathway is homologous recombination (HR). As HR is mostly excluded from 
the nucleolus in G2/M, we propose that the accumulation of TLC1 RNA in the nucleolus in G2/M 
may represent a regulatory pathway that repress de novo telomere addition by physically 
separating telomerase from sites of DNA repair by HR. We aim to characterize the mechanisms 




We were able to show that the nucleolar localization of TLC1 RNA is dependent on the 
Pif1 helicase and on the HR protein Rad52. Furthermore, we showed that the presence of DSBs 
and the absence of Rad52 alter the nuclear trafficking of TLC1 RNA. In these conditions, Rad51 
favors the accumulation of Cdc13 at DSBs and promotes the nucleoplasmic accumulation of 
TLC1 RNA. This accumulation is dependent on the SUMO ligase Siz1 and leads to an increased 
addition of de novo telomere at DNA breaks. In order to identify de novo telomere addition 
events genome-wide, we developed an unbiased genome-wide technique based on Illumina 
sequencing of genomic DNA.  
In the second part of this thesis, we studied another regulator of telomerase activity, 
the long non-coding RNA (lncRNA) TERRA (telomeric repeats-containing RNA), which is 
transcribed from subtelomeric regions through the telomeric tracts. In S. cerevisiae, TERRA 
expression is controlled at the transcriptional level by the SIR complex and its degradation by 
the exonuclease Rat1. Nevertheless, short telomeres escape transcriptional inhibition and 
degradation to express TERRA at higher levels. TERRA serves as a regulator of telomerase, 
allowing the concentration and the targeting of telomerase activity to short telomeres. While 
studying TERRA expression, we observed that TERRA-expressing telomeres display a premature 
S-phase loss of cohesion. We propose that cohesin and telomere cohesion are regulators of 
TERRA expression. In addition, other groups have shown that TERRA expression was regulated 
in response to different cellular stress. This regulation seems to be independent from telomere 
length. In these contexts, we propose that oxidative stress and metabolic changes induced 
during the diauxic shift affect TERRA expression. We aim to study how the diauxic shift affects 
TERRA expression and study the role of cohesin in regulating TERRA expression. 
We were able to show that telomere cohesion inhibits TERRA expression and that short 
telomeres display a premature loss of cohesion to allow TERRA expression. This loss of cohesion 
is dependent on Sir4 and probably on Sir4-mediated telomere anchoring at the nuclear 
membrane. Additionally, we showed that TERRA transcription is increased during the diauxic 
shift, when yeast cells switch from fermentative glycolysis to oxidative respiration. Yeast cells in 
this phase also display a cytoplasmic accumulation of TERRA molecules. 
 Altogether, the articles presented in this thesis explore the interplay between cellular 
stresses such as DNA damage, telomere shortening, oxidative stress and respiratory 
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AP : apurique/apyrimidique 
APC : complexe promoteur de l’anaphase (anaphase promoting complex) 
ARN : acide ribonucléique 
ARNnc : ARN non-codant 
ARS : origine de réplication autonome (autonomous replication site) 
BER : réparation par excision de base (base excision repair) 
BIR : réparation par la réplication induite par les cassures (break induced replication) 
cAMP : adénosine monophosphate cyclique 
CDK : kinase dépendante des cyclines (cycline dependant kinase) 
ChIP : immunoprécipitation de la chromatine (chromatin immunoprecipitation) 
c-NHEJ : réparation par ligation des extrémités non homologues classique (classical non 
homologous end-joining) 
DDR : réponse aux dommages à l’ADN (DNA damage response) 
DSB : cassure d’ADN double brin (double strand break) 
ESR : réponse au stress environnemental (environmental stress response) 
FISH: hybridation fluorescente in situ (fluorescent in situ hybridization) 
GCR : réarrangement chromosomique grossier (gross chromosomal rearrangement) 
GFP : protéine verte fluorescente (green fluorescent protein) 
GG-NER : voie globale du génome du NER (global genome NER) 
H3K79me : histone H3 méthylée sur la lysine 79 
H4K16ac : histone H4 acétylée sur la lysine 16 
HR : réparation par recombinaison homologue (homologous recombination) 
hTERT : rétrotranscriptase de la télomérase chez l’humain (human telomerase reverse 
transcriptase) 
hTR : ARN de la télomérase chez l’humain (human telomerase RNA component) 
HU : hydroxyurée (hydroxyurea) 
IF : immunofluorescence 
kb : kilobases 
lncRNA : ARN long non-codant (long non-coding RNA) 
MGMT : O6-méthylguanine ADN méthyltransférase 
MMEJ : réparation par jonction des extrémités médiée par micro homologie (microhomology 
mediated end joining) 
MMR : réparation des mésappariement (mismatch repair) 
MMS : méthanesulfonate de méthyle (methyl methanesulfonate) 
NER : réparation par excision de nucléotides (nucleotide excision repair) 
NHEJ : ligation des extrémités d’ADN non homologues (non-homologous end joining) 
ORF : cadre de lecture ouvert (open reading frame) 
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PAR : région pseudo-autosomique (pseudo autosomal region) 
pb : paire de bases 
PCR : réaction de polymérisation en chaîne (polymerase chain reaction) 
PKA : protéine kinase A 
PTM : modification post-traductionnelle (post-translational modification) 
R-loops : boucle R 
RFC : facteur de replication alternatif C (alternative replication factor C) 
ROS : espèces réactives de l'oxygène (reactive oxygen species) 
RT-qPCR : transcription inverse suivi de PCR quantitatif (quantitative reverse transcriptase PCR) 
SDSA : réparation par l’hybridation des brins de façon dépendante de la synthèse (synthesis-
dependent strand annealing) 
SMC : complexe de maintenance structurelle (structural maintenance complex) 
SSA : réparation par hybridation simple brin (single strand annealing) 
SSB : cassure d’ADN simple brin (single strand break) 
SPB : pôle du fuseau mitotique (spindle pole body) 
STR : répétitions sous-télomériques (subtelomeric repeated elements) 
STUbl : ubiquitine ligase ciblant les modifications SUMO (SUMO-targeted ubiquitin ligase) 
TAD : domaine associé de façon topologique (topologically associated domain) 
TC-NER: voie couplée à la transcription du NER (transcription coupled NER) 
tDDRNA : ARN télomérique induite en réponse aux dommages à l’ADN (telomeric DNA damage 
response ARN) 
TERRA : ARN contenant des répétitions télomériques (telomeric repeats containing RNA) 
TMG : guanosine tri-méthylée ( trimethylguanosine) 
TPE : effet de position télomérique (telomere position effect)  
TSS : site de départ de la transcription (transcription start site) 
UBL : modification semblable à l’ubiquitine (ubiquitine-like modification) 
UTR : région non traduite (untranslated region) 
UV : ultraviolet 
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Cette thèse présente les projets auxquels j’ai contribué durant mon doctorat. Ils ont 
comme point commun les ARN non-codants impliqués dans la régulation des télomères : l’ARN 
de la télomérase et l’ARN TERRA, issu de la transcription des télomères. Plus spécifiquement, 
ces projets portent sur l’impact de différents stress génomiques, tels que les cassures d’ADN, le 
stress oxydatif et métabolique, et le raccourcissement des télomères, sur la régulation de la 
localisation et/ou expression de ces ARN non-codants. Tous ces projets ont été effectués dans 
l’organisme modèle Saccharomyces cerevisiae. La littérature présentée ici, à moins que spécifié 
autrement, réfère donc à cette levure.  
 
1.1. Les télomères 
 
Les télomères forment la structure nucléoprotéique protégeant les extrémités des 
chromosomes linéaires chez la majorité des eucaryotes (1, 2). Ils sont essentiels au maintien de 
la stabilité du génome. Étant des extrémités d’ADN double brin avec une extension simple brin, 
ils ont une structure similaire à des cassures d’ADN double brin (DSB). Des processus sont donc 
nécessaires afin d’identifier et de traiter de façons différentes ces deux types d’extrémités (1, 
2). En effet, les extrémités créées par un DSB doivent être détectées et réparées le plus 
rapidement possible, tandis que les extrémités télomériques doivent être maintenues et ne 
doivent pas être reconnues comme une cassure par la machinerie de réparation de l’ADN. Un 
défaut dans cette ségrégation des processus peut amener, d’un côté, à la stabilisation d’un DSB 
et à la perte d’Information génétique et, de l’autre côté, à la « réparation » des télomères par 
les mécanismes classiques de ligation des extrémités d’ADN non homologues (NHEJ). Cette 
réparation erronée crée de l’instabilité génomique et peut mener à des aberrations 
chromosomiques telles que des fusions entre chromosomes, des réarrangements 
chromosomiques, des défauts de ségrégation des chromosomes durant la mitose ainsi 
qu’induire l’arrêt du cycle cellulaire, la sénescence et la mort cellulaire (3, 4). Pour permettre de 
protéger les extrémités des chromosomes et empêcher de tels scénarios, plusieurs protéines 
sont présentes au niveau des télomères et exercent plusieurs fonctions dont la régulation de la 
réplication, de la localisation, de la réparation, de la transcription des télomères ainsi que du 
recrutement de la télomérase, enzyme responsable de l’élongation des télomères. Ces 
protéines et leurs fonctions seront couvertes ci-dessous.  
 
1.1.1. Séquences télomériques et sous-télomériques  
 
Chez la levure, les télomères sont composés d’environ 300pb de répétitions dégénérées 
TG(1-3) avec une protrusion 3’ simple brin d’environ 12-15 nucléotides (1, 5, 6). La longueur de la 
partie d’ADN simple brin peut cependant atteindre entre 30 et 100nt en fin de phase S. Celle-ci 
est dépendante de la dégradation du brin 5’ et de l’élongation du brin 3’ par la télomérase et 
montre une coordination précise avec la machinerie de réplication (7, 8). Les télomères sont 
dépourvus de nucléosomes mais cela n’implique pas qu’ils ont une structure désorganisée, les 
protéines télomériques permettant une organisation structurée appelée télosome (9) (Fig.1A). 
La région en amont des répétitions télomériques se nomme le sous-télomère. Ces 
régions sont hétérogènes en séquence et en taille mais possèdent des séquences et 
caractéristiques partagées entre elles. Deux éléments servent à catégoriser les sous-télomères : 
la région X et la région Y’ (10). La région X est présente dans tous les sous-télomères et est 
composée d’une séquence centrale d’environ 500pb de longueur et de séquences 
supplémentaires hétérogènes (10). Bien que la séquence des sous-télomères soit hétérogène, 
beaucoup de séquences sont partagées entre plusieurs télomères, rendant l’étude de sous-
télomères uniques difficile. Aussi, à l’intérieur de cet élément se retrouve parfois des répétitions 
télomériques dont la séquence diverge entre les sous-télomères. La région Y’ fait entre 5 et 7kb 
de longueur (1). Elle est présente dans environ la moitié des sous-télomères et comporte entre 
1 et 4 copies répétées de la même séquence (1). Lorsqu’elle est présente, la région Y’ se situe 
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entre la région X et le télomère. Cette région contient un ORF codant pour une hélicase de 
fonction inconnue. Les deux régions contiennent aussi des origines de réplication servant à 
s’assurer de la réplication appropriée des télomères et des sites de liaison pour la protéine Tbf1 
qui jouent un rôle dans la répression transcriptionnelle sous-télomérique (1, 11). Les sous-
télomères sont pauvres en gènes et ceux-ci sont principalement impliqués dans le métabolisme 
de carbohydrates, dans la composition de la paroi cellulaire ou sont de fonctions inconnues (12). 
Bien que les télomères sont dépourvus de nucléosomes, les sous-télomères en possèdent, bien 
que la densité en nucléosome est plus faible qu’ailleurs (9). Les histones sous-télomériques sont 
caractérisées par l’absence d’acétylation sur la lysine 16 de l’histone H4 (H4K16ac), typique de 
régions non-transcrites (13) (Fig.1A). 
 
 
Figure 1. –  Structure du télosome. 
Organisation des principales caractéristiques des régions télomériques et sous-télomériques. (A) 
La région X du sous-télomère contient une région commune, X-Core, et des répétitions 
télomériques internes (STR). La région Y’ est présente en un assemblage de 0-4 copies. Les deux 
régions possèdent une origine de réplication (ARS) et des sites de liaison à Tbf1. Le télomère est 
composé de répétitions TG(1-3) avec une protrusion 3’ simple brin d’environ 12-15 nucléotides. 
(B) Le télomère est dépourvu de nucléosomes et est organisé par les protéines télomériques 
Rap1, qui lient l’ADN télomérique double brin et recrutent le complexe Sir et les protéines Rif1 
et Rif2. Le complexe CST lie la protrusion simple brin. Le complexe yKu lie l’extrémité de l’ADN 
télomérique double-brin ou est recruté sur les télomères par son interaction avec Sir4. Tiré de 
(1). 
 
1.1.2. Protéines associées au télomère 
 
Rap1 est une protéine abondante liant l’ADN double brin via deux domaines Myb en 
tandem (14, 15). La majeure partie des protéines Rap1 se lient ailleurs qu’aux télomères où ils y 
jouent un rôle de régulateur de la transcription (14, 16). Par contre, Rap1 possède une grande 
affinité pour les séquences télomériques (17). En effet, chaque 20pb de répétitions contient un 
site de liaison à Rap1. Ceci permet à la cellule de contrôler la taille des télomères par le nombre 
molécules Rap1 qui s’y lie, un télomère de taille normale pouvant lier entre 15 et 20 molécules 
de Rap1 (18-20). En liant l’ADN double brin télomérique, Rap1 sert de plateforme pour 
l’interaction avec plusieurs autres protéines télomériques par son domaine C-terminal et est 
donc central à plusieurs fonctions aux télomères. Témoignant de son importance pour la 
protection des télomères, la délétion du domaine C-terminal de RAP1 entraîne des fusions inter-
chromosomes, une délocalisation des télomères de la membrane nucléaire, une dérépression 
de la transcription sous-télomérique et une déprotection des télomères (17, 21-23) (Fig.1B). 
Les protéines Rif1 et Rif2 sont recrutées aux télomères via leur interaction avec Rap1 et 
elles y jouent des rôles similaires (23). Leur délétion respective entraîne un hyper allongement 
des télomères et leur double délétion a un effet additif, témoignant de leurs rôles 
complémentaires pour réguler négativement la longueur des télomères (23, 24). Elles 
participent, comme Rap1, à protéger les télomères et à établir la taille des télomères pour la 
cellule par un mécanisme de comptage moléculaire (20). Le nombre de protéines Rap1, Rif1 et 
Rif2 liées à un télomère établi donc les limites de ce qu’est un télomère court. Ceci est 
particulièrement utile pour cibler le recrutement de la télomérase aux télomères courts. De 
plus, Rif2, et partiellement Rif1, protège les télomères de la machinerie de réparation de l’ADN. 
Rif2 inhibe l’accès aux télomères de la machinerie de NHEJ ainsi qu’aux nucléases et au 
complexe MRX (composé des protéines Mre11/Rad50/Xrs2), qui jouent un rôle dans le 
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traitement des DSBs, et à la kinase Tel1 (homologue d’ATM chez la levure) qui est impliquée 
dans la détection des DSBs (21, 25, 26). Rif1 joue aussi un rôle dans le contrôle des origines de 
réplication sous-télomérique, s’assurant de leur activation tardive par l’inhibition de leur 
déclenchement précoce (27-30). Une conséquence de ce rôle de Rif1 est que les télomères 
courts, ayant moins de sites de liaison pour Rif1, se répliquent plus tôt en phase S, fournissant 
ainsi un contrôle du moment de réplication des télomères par leur longueur (31). Il est à noter 
que la kinase Tel1 y joue aussi un rôle. La délétion de TEL1 permet de découpler la longueur des 
télomères du moment de leur réplication, ne permettant plus le déclenchement précoce de la 
réplication aux télomères courts (32) (Fig.1B). 
Se liant aussi au domaine C-terminal de Rap1, le complexe SIR (Sir2, Sir3 et Sir4) sert 
principalement à établir l’effet de position télomérique (TPE) (33). Celui-ci est défini comme 
l’inhibition de la transcription des gènes à proximité des télomères et est dépendant de la 
longueur des télomères, qui limite le nombre de sites de liaison au complexe SIR. Le complexe 
SIR est recruté aux télomères via les interactions entre Sir3-Rap1, Sir4-Rap1 et Sir3-Sir4. Sir2 est 
recruté dans le complexe via une interaction Sir4-Sir2 (34). Sir2 possède une activité de 
déacétylase d’histones et Sir4 joue un rôle de protéine d’échafaudage, permettant l’assemblage 
du complexe aux télomères (35). Sir3 permet la propagation du complexe en amont du 
télomère par sa capacité à lier les histones (36, 37). La propagation de Sir3 est contrôlée par 
plusieurs facteurs. Premièrement, la longueur des télomères affecte le nombre de sites de 
liaison au complexe SIR et donc limite la nucléation du processus et par conséquent limite le 
TPE. Deuxièmement, l’affinité de Sir3 pour les histones, centrale à la propagation du TPE, est 
amoindrie par les marques d’histones H4K16ac et H3K79me (37). L’activité de déacétylase de 
Sir2 permet donc d’augmenter la propagation de Sir3 tandis que les activités de méthylases ou 
d’acétylases d’histones antagonisent cette propagation. Il y a donc un cycle où Sir2, recrutée au 
télomère via son interaction avec Sir4, déacétyle les histones proches des télomères, créant de 
nouveaux sites de liaison pour Sir3 qui recrutera de nouveaux complexes SIR et ainsi de suite. Il 
n’existe pas de barrière fixe établissant la limite de la propagation de Sir3 et de l’inhibition de la 
transcription. Cette limite est établie par une balance entre l’acétylation des histones par 
l’acétyl-transférase Sas2 et la déacétylation de ces mêmes histones par Sir2 (38, 39). La 
longueur des télomères contrôlant la nucléation du complexe SIR au télomère, le 
raccourcissement des télomères entraîne le déplacement de la balance et réduit la distance et 
l’intensité de la répression transcriptionnelle télomérique. Il est à noter que Sir4 joue un rôle 
supplémentaire dans l’ancrage des télomères à la membrane nucléaire, qui sera discuté plus 
loin (40-42) (Fig.1B). 
Le complexe CST, quant à lui, n’est pas recruté à l’ADN télomérique double brin mais 
bien à la protrusion simple brin. Il est constitué de 3 protéines, Cdc13, Stn1 et Ten1, et joue un 
rôle primordial de protection de l’extrémité simple brin (43, 44). Structurellement, ce complexe 
est similaire au complexe RPA, qui est impliqué dans la réplication et la réparation de l’ADN (45, 
46). Cdc13 comporte 4 domaines OB de liaison à l’ADN simple brin, et un domaine d’interaction 
avec Est1 entre les 2 premiers domaines OB (1). Le premier domaine OB sert de site de liaison 
avec la sous-unité Pol1 de l’ADN polymérase α et de domaine de dimérisation; le 2e domaine OB 
est important pour la localisation nucléaire de Cdc13; le 3e domaine OB lie l’ADN simple brin et 
le 4e domaine OB interagit avec Stn1 (1, 47). L’inactivation de cdc13 par délétion ou mutation 
entraîne une déprotection et une instabilité des télomères, et est accompagnée d’une hyper 
résection de plusieurs kilobases du brin 5’. Cette résection amène un arrêt du cycle cellulaire en 
G2/M, dû à l’activation de point de contrôle en réponse aux dommages à l’ADN (44, 48-50). Les 
protéines Stn1 et Ten1 sont aussi importantes pour la protection des télomères. La délétion de 
ces protéines entraîne une hyper résection des télomères et une activation des points de 
contrôles (51-54). Stn1 interagit avec Cdc13 par son domaine C-terminal, avec Ten1 par son 
domaine N-terminal et avec la sous-unité Pol12 de l’ADN polymérase α par son domaine central 
(1) (Fig.1B). 
Cdc13 permet aussi le contrôle du recrutement de la télomérase en phase S pour 
favoriser l’élongation des télomères (55). La délétion de cdc13 est la seule délétion qui 
phénocopie la délétion d’une sous-unité de la télomérase (56). En effet, Cdc13 interagit avec la 
sous-unité Est1 de la télomérase et cette interaction est centrale pour permettre le recrutement 
de la télomérase aux télomères (57). Des mutants de cdc13 ou de est1 qui inhibent l’interaction 
Cdc13-Est1 (cdc13-2 et est1-60) ont le même phénotype que la délétion de CDC13 ou de la 
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télomérase, soit la sénescence cellulaire, montrant l’importance de cette interaction pour le 
maintien des télomères (58, 59).  
Cdc13 et Stn1 interagissent aussi avec l’ADN polymérase α (60-62). Ces interactions 
servent à coordonner l’élongation du brin 3’ des télomères (ou brin G-riche) par la télomérase 
et la réplication du brin 5’ ou C-riche. En effet, après l’élongation du brin 3’ par la télomérase, le 
brin complémentaire doit être synthétisé par l’ADN polymérase α pour ramener la longueur de 
l’ADN simple brin à ses 15nt habituels.  
Le complexe yKu composé des protéines yKu70 et yKu80 est connu pour jouer un rôle 
important dans le NHEJ (63, 64). Par contre, il joue aussi plusieurs rôles importants aux 
télomères (63, 64). Il y est recruté de plusieurs façons, soit par l’interaction non spécifique aux 
extrémités d’ADN franches, similaire à son recrutement aux DSBs, soit par l’interaction entre 
yKu80 et Sir4 (65). Il est aussi à noter que yKu est recruté à certain sites sous-télomériques (66, 
67). yKu effectue plusieurs fonctions importantes au niveau du télomère. Premièrement, il 
inhibe la résection profonde jouant ainsi un rôle de protection et de maintien des télomères 
(25, 68, 69). Deuxièmement, il est impliqué dans la localisation à la membrane nucléaire des 
télomères (40, 70). Troisièmement, yKu interagit directement avec l’ARN de la télomérase, 
TLC1, et est impliqué dans sa rétention au noyau et son recrutement aux télomères en G1 (71-
74) (Fig.1B). 
 
1.2. La télomérase 
 
La machinerie de réplication conventionnelle est incapable de répliquer totalement les 
extrémités d’ADN dû au problème de fin de réplication. Les polymérases d’ADN ne travaillant 
que dans la direction 5’-3, la réplication du brin avancé (“leading strand”) finit par une extrémité 
franche et la protrusion simple brin du télomère n’est pas répliquée (Fig.2). La réplication du 
brin retardé (“lagging strand”) commence par une amorce d’ARN à l’extrémité 3’ du télomère 
qui, une fois dégradée, ne peut être remplacée par les polymérases d’ADN induisant une perte 
d’information génétique (Fig.2). Pour ces raisons et en l’absence de mécanismes d’élongation, 
les télomères raccourcissent à chaque division cellulaire jusqu’à entraîner la sénescence ou la 
mort cellulaire. Pour contrer ce phénomène, les cellules hautement prolifératives ainsi que les 
organismes unicellulaires, tel que Saccharomyces cerevisiae, exprime un complexe 
ribonucléoprotéique, la télomérase, pour procéder à l’allongement des télomères. Pour allonger 
les télomères, la télomérase est recrutée aux télomères, s’hybride sur l’ADN télomérique simple 
brin et, grâce à sa séquence matrice et à son activité de rétro transcriptase, procède à 
l’élongation des télomères. Par contre, dû à sa capacité à allonger les extrémités d’ADN, le 
recrutement et l’activité de la télomérase nécessite une régulation précise. Ci-dessous sera 
décrit les sous-unités principales de la télomérase et leurs rôles ainsi que les mécanismes de 
régulation de son recrutement.  
 
 
Figure 2. –  Le problème de fin de réplication. 
La réplication du génome entraîne la formation d’extrémités différentes dépendamment du brin 
utilisé comme matrice. La synthèse se fait obligatoirement dans l’orientation 5’-3’ et nécessite 
une amorce d’ARN pour commencer la polymérisation. Cette amorce est ensuite dégradée et 
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remplacée par polymérisation. La synthèse du brin avancé (“leading strand”) se fait de façon 
continue jusqu’à l’extrémité et va donc se terminer avec une extrémité franche. La synthèse 
discontinue du brin retardé (“lagging strand”) entraîne la formation de fragments d’Okazaki dû à 
l’orientation de la synthèse et du besoin d’amorcer la polymérisation à de multiples endroits. 
Cela a pour effet que l’extrémité du brin retardé finira par une amorce qui ne pourra pas être 
remplacée après sa dégradation. Cela mène à la formation d’une extrémité simple brin et d’une 
perte d’information génétique à chaque division cellulaire. Tiré de (75). 
 
 
Figure 3. –  Structure de la télomérase. 
Organisation des sous-unités de la télomérase. L’ARN TLC1 est très structuré, sert 
d’échafaudage au complexe, et fournit la matrice pour synthétiser les télomères. L’ARN de la 
télomérase s’articule autour d’un pseudo nœud central et se replie en trois bras principaux. Le 
pseudo-nœud possède la matrice et interagit avec Est2. Les extrémités 5’ et 3’ ainsi que le site 
de liaison des protéines Sm sont situé sur le premier bras. Les tiges VIa, VIb et VIc forment une 
jonction à trois voies nécessaire pour l’activité de la télomérase. yKu lie la tige-boucle IId, à 
l'extrémité du 2e bras de TLC1. Est1 est recruté via la tige boucle IVb et la tige-boucle CS2 du 3e 
bras. Ce dernier se termine par une autre tige-boucle, CS2a, qui lie les protéines Pop (Pop1, 
Pop6, Pop7). Est3 est recrutée dans le complexe via ses interactions avec Est1 et Est2 et la 
liaison de Est2 avec TLC1 est stabilisée par les protéines Pop. Tiré de (76). 
 
1.2.1. Les sous-unités de la télomérase 
 
La télomérase comporte une sous unité ARN nommée TLC1 chez la levure servant 
d’échafaudage au complexe et possédant la séquence matrice, ainsi que plusieurs sous-unités 
protéiques (77) (Fig.3). 
La sous-unité possédant l’activité enzymatique du complexe est nommée Est2 (78, 79). 
Elle possède des homologies de séquences avec la famille des rétro-transcriptases et est 
conservée au cours de l’évolution (79-81). Est2 utilise la séquence matrice de la sous-unité ARN, 
TLC1, pour son activité et nécessite une amorce d’ADN avec un groupement 3’ hydroxyle pour 
amorcer la polymérisation (82).Ces deux sous-unités sont suffisantes pour reproduire une 
activité enzymatique in vitro (79). Est2 est une protéine peu abondante, (environ 40 molécules 
par cellule) et interagit avec TLC1 et Est3 (83-86) (Fig.3). 
TLC1 est la sous unité ARN du complexe et fait 1157nt (86, 87). Elle est peu abondante 
(environ 30 molécules par cellule) (87, 88). Son extrémité 5’ possède une coiffe tri-méthyl 
guanosine (TMG) générée par la méthyl-transférase Tgs1 dans le nucléole, et son extrémité 3’ 
possède 2 formes : une forme polyadénylée et une forme non-polyadénylée (87, 89, 90). La 
forme non-polyadénylée est plus courte de 90 nucléotides et est considérée comme la forme 
mature (87). Longtemps, la forme polyadénylée a été considérée comme un précurseur qui par 
clivage de l’extrémité 3’ est convertie en forme mature. Par contre, il a été démontré que la 
forme non-polyadénylée est générée par un mécanisme indépendant impliquant la terminaison 
par le complexe Nrd1-Nab3-Sen1 (87, 91). Celui-ci agit de concert avec l’exosome et le complexe 
TRAMP pour procéder au traitement et à la maturation de l’extrémité 3’ (87, 91). La présence 
de cette voie de maturation de l’extrémité 3’ remet en question la fonction de la forme 
polyadénylée. En effet, seulement la forme non-polyadénylée est retrouvée dans le complexe 
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télomérase et la perturbation du signal de polyadénylation n’affecte pas la longueur de l’ARN 
(87, 92). La présence du complexe Sm stabilise l’extrémité 3’ et bloque sa dégradation (87, 93). 
TLC1 est très structuré et sert d’échafaudage au complexe. Il peut être réduit à une taille de 
moins de 400nt et maintenir la fonctionnalité de l’enzyme in vivo, suggérant que l’architecture 
de l’ARN permet un assemblage modulaire de la télomérase. Ainsi, la longueur de certains 
domaines permettrait une flexibilité et une régulation de l’assemblage de la télomérase (94). La 
structure de l’ARN TLC1 s’articule autour d’un domaine catalytique qui consiste en un pseudo-
nœud essentiel au positionnement de la séquence matrice, à l’interaction avec l’ADN simple 
brin et à l’interaction avec Est2 (95, 96). TLC1 possède 3 bras principaux articulés autour du 
pseudo-nœud (97-99). Le premier bras (tiges VIa, VIb et VIc) comporte une jonction à trois 
voies, importante pour l’activité de la télomérase, les extrémités 5’ et 3’ et le site de liaison aux 
protéines Sm (100). Le deuxième bras comporte, à son extrémité, la tige-boucle IId responsable 
de la liaison au complexe yKu (101). Le troisième bras lie la sous-unité Est1 par la tige-boucle IVb 
et la tige-boucle (“bulged stem-loop”) CS2 (102). Ce bras lie également les protéines Pop par la 
tige-boucle CS2a située dans un domaine similaire à un domaine P3 (“P3-like domain”) (76, 95, 
103) (Fig.3). 
L’assemblage de l’holoenzyme nécessite un trafic nucléocytoplasmique de l’ARN TLC1, 
qui est exporté au cytoplasme par les exportines Crm1 et Mex67, où l’holoenzyme est assemblé 
et celui-ci est réimporté dans le noyau via les importines Mtr10 et Kap122 (74). La délétion de 
YKU70 induit une accumulation cytoplasmique de l’ARN TLC1, démontrant un rôle du complexe 
yKu dans ce trafic (74). Il est suggéré que ce trafic nucléoplasmique de l’ARN TLC1 permet un 
contrôle de l’assemblage de l’holoenzyme, limitant la réimportation de complexes mal 
assemblés. yKu joue aussi un rôle dans l’interaction de la télomérase avec les télomères, 
notamment en phase G1 (71-73). 
La sous-unité Est1 est impliquée dans le recrutement de la télomérase aux télomères in 
vivo grâce à son interaction avec Cdc13. Démontrant la nécessité de cette interaction, le mutant 
cdc13-2, qui ne permet plus l’interaction entre Cdc13 et Est1, entraîne un raccourcissement des 
télomères et la sénescence (57). Par contre, l’expression simultanée du mutant est1-60 
supprime le phénotype de cdc13-2. Ceci est expliqué par le fait que les deux mutations 
induisent un inversement de charge des acides aminés impliqués dans l’interaction et donc leur 
expression simultanée rétabli leur interaction. De plus, une fusion entre Est2 et Cdc13 permet le 
recrutement de la télomérase même en l’absence de Est1, confirmant le rôle de Est1 (59). La 
fusion entre Cdc13 et Est1 ou Est2 mène aussi à une hyper élongation des télomères (59). Cela 
suggère que le maintien de la taille des télomères passe en partie par la régulation de 
l’interaction Est1-Cdc13. Est1 est la seule sous-unité dont l’abondance est régulée par le cycle 
cellulaire, étant très faible en G1 (environ 20 molécules) et augmentant en phase S (environ 110 
molécules) (104) (Fig.3). 
Est3 n’interagit pas directement avec l’ARN TLC1 mais est recruté dans le complexe par 
ses interactions avec Est1 et Est2 (105). La présence de ces deux protéines est nécessaire pour 
stabiliser le recrutement de Est3 (105). La délétion de EST3 entraîne le raccourcissement des 
télomères et la sénescence (56, 106). Par contre, son rôle précis n’est toujours pas connu 
(Fig.3). 
Les protéines Pop1, Pop6 et Pop7 sont des sous-unités des complexes 
ribonucléoprotéiques RNAse P et RNase MRP qui procèdent à la maturation de certains ARN 
(107, 108). Le complexe RNAse P est impliqué dans la maturation des ARN de transferts en 
clivant l’extrémité 5’ des ARN précurseurs (107). Le complexe RNAse MRP est impliqué dans la 
maturation des ARN mitochondriaux, de l’ARN ribosomal 35S et de l’ARN messager de la cycline 
B2 (107). Le rôle des protéines Pop dans ces complexes est de s’assurer du bon repliement de la 
sous-unité ARN de ces complexes en plus d’aider à la reconnaissance de leurs substrats 
respectifs (107). La fonction des protéines Pop dans le complexe de la télomérase est 
semblable. Leur mutation entraîne un mauvais repliement de la région CS2a de l’ARN TLC1 et 
une déstabilisation de l’interaction entre l’ARN TLC1 et Est1 (109). Ces effets entraînent une 
rétention cytoplasmique de la télomérase, probablement due à son mauvais assemblage, à un 
raccourcissement des télomères et une augmentation de l’expression de l’ARN TLC1 (109). De 





1.2.2. Recrutement de la télomérase aux télomères 
 
La régulation de la taille des télomères passe par la coordination de leur réplication et de 
leur allongement. Suivant la réplication des télomères, le brin 3’ est réséqué et allongé par la 
télomérase. Puis, le brin 5’ complémentaire sera synthétisé. Une partie de la coordination de la 
réplication se fait via l’action de Rif1 et Tel1, alors que la coordination de la synthèse du brin 5’ 
se fait par l’action de Cdc13 et Stn1 (Fig.4). 
Dû au problème de fin de réplication, la synthèse à partir du brin avancé finit en 
extrémité franche. Par contre, la protrusion simple brin est nécessaire pour la stabilité et la 
protection des télomères. Une étape de résection est donc nécessaire. La résection entraîne la 
formation d’ADN simple brin de 30-100nt en fin de phase S et joue un rôle dans la régulation du 
recrutement et de l’activité de la télomérase (110).  
Cette résection est effectuée par des mécanismes similaires aux sites de cassures d’ADN 
et implique plusieurs nucléases (111). Le complexe MRX et l’endonucléase Sae2 sont 
responsables de la majorité de la résection (5, 111). Aux sites de cassures d’ADN, le complexe 
MRX, composé des protéines Mre11, Rad50 et Xrs2, est responsable de la reconnaissance du 
dommage, de l’initiation de la signalisation et de la réparation (112-114). Il est aussi responsable 
de maintenir les extrémités de la cassure à proximité, de recruter et activer la kinase Tel1 pour 
coordonner la réponse aux dommages à l’ADN (112-114). La sous-unité Mre11 effectue une 
cassure simple brin sur l’extrémité 5’ ce qui permet la résection 3’-5’ par Mre11 et Sae2 sur plus 
de 300 nucléotides (112, 115-117). Rad50 est impliqué dans la liaison et l’ancrage des 
extrémités d’ADN et possède un domaine ATPase (112, 118, 119). La liaison à l’ATP est 
importante pour l’ancrage du complexe MRX aux extrémités de l’ADN et pour la ligation des 
extrémités d’ADN tandis que l’hydrolyse de l’ATP est importante pour la résection de l’ADN 
(112, 120-122). La sous-unité Xrs2 est responsable de l’import nucléaire du complexe et joue un 
rôle dans la ligation des extrémités d’ADN et l’activation de Tel1 (112, 123, 124). Bien que le 
complexe MRX et Sae2 e la résection soient responsables de la majorité daux télomères, la 
délétion de MRE11 ou de SAE2 n’élimine pas totalement la résection, témoignant d’une 
seconde voie de résection (5, 111). Aux sites de DSBs, la résection continue sur plusieurs 
kilobases dû au recrutement de l’hélicase Sgs1 et de nucléases supplémentaires comme Exo1 et 
Dna2 qui sont responsables de la résection profonde (111). Par contre, aux télomères, ce 
basculement vers une résection profonde est inhibé par le complexe yKU et Cdc13 (25) (Fig.4). 
Une autre fonction du complexe MRX est de recruter la kinase Tel1 aux télomères via 
une interaction entre Xrs2 et Tel1 (125, 126). La délétion de TEL1 produit des télomères courts 
mais stables, ce qui suggère un rôle de Tel1 dans le maintien des télomères (127-129). L’activité 
kinase de Tel1 est nécessaire au maintien de la taille des télomères, suggérant que Tel1 
phosphoryle une ou plusieurs protéines télomériques pour faciliter le recrutement de la 
télomérase (130). Une cible potentielle est la protéine Cdc13 qui possède 11 sites pouvant être 
phosphorylés par Tel1 (131). De plus, in vitro, Tel1 phosphoryle Cdc13 sur 3 de ces sites et la 
mutation simultanée de deux de ces sites induit un phénotype similaire à la délétion de CDC13, 
phénotype supprimé par la fusion entre Est1 et Cdc13 (131). Bien qu’il existe des données 
suggérant que Cdc13 ne serait pas une cible de Tel1 (132), ces résultats suggèrent que Tel1 
jouerait un rôle dans la régulation de l’interaction entre Cdc13 et la télomérase. Bien 
qu’impliquée dans la réponse aux dommages à l’ADN, le recrutement de Tel1 aux télomères 
n’induit pas une activation des points de contrôle (Fig.4). 
La résection est importante pour augmenter le recrutement de Cdc13 et pour fournir un 
substrat à la télomérase. La résection est donc une première façon de réguler le recrutement de 
la télomérase aux télomères. De plus, le recrutement de la télomérase nécessite l’interaction 
entre la sous-unité Est1 et Cdc13. Cette interaction est la dernière étape permettant le 
recrutement de la télomérase et est régulée en fonction du cycle cellulaire et en fonction de la 




Figure 4. –  Régulation du recrutement de la télomérase aux télomères. 
(A) Durant la phase G1, la télomérase peut être recrutée via les interactions Sir4-yKu-TLC1. Par 
contre, cela ne mène pas à un allongement des télomères. Cet allongement n’est pas permis car 
le recrutement du complexe MRX est inhibé par Rif2. De plus, Est1 et Est3 n’ont pas été recrutés 
au complexe. (B) Durant la phase S, les longs télomères ne recrutent pas la télomérase. La 
grande quantité de Rif2 à ces télomères inhibe le recrutement de Tel1 et Rap1 inhibe l’activité 
du complexe MRX. L’absence de résection empêche l’accumulation de Cdc13. (C) Les télomères 
courts possédant moins de Rif2, permettent le recrutement de Tel1 et l’activité du complexe 
MRX. Le complexe MRX procède à une résection, ce qui permet l’accumulation de Cdc13. Tel1 
phosphoryle Cdc13 et permet l’interaction entre Cdc13 et la télomérase via sa sous-unité Est1. 
De plus, les télomères courts stimulent l’assemblage de T-Recs pour concentrer l’activité de la 
télomérase. (D) En G2, la régulation de la phosphorylation du complexe CST permet de 
coordonner la transition entre l’interaction avec la télomérase et l’interaction avec l’ADN 
polymérase α pour permettre la synthèse du brin complémentaire. Tiré de (77). 
 
1.2.3. Régulation du recrutement de la télomérase aux télomères 
 
La régulation de la télomérase en fonction du cycle cellulaire passe par plusieurs 
mécanismes. En effet, l’activité de la télomérase est restreint à la fin de la phase S, ce qui 
coïncide avec l’accumulation de Cdc13 permise par la résection aux télomères (110). Cdk1 
phosphoryle aussi Cdc13 et cette phosphorylation affecte son interaction avec Est1 (133). Cdc13 
est aussi SUMOylée en début de phase S ce qui renforce l’interaction entre Cdc13 et Stn1 et 
limite l’activité de la télomérase (134) (Fig.4). 
La régulation de l’assemblage de la télomérase permet aussi une régulation dépendante 
du cycle cellulaire. L’induction de l’expression de Est1 en phase S régule son association avec le 
complexe de la télomérase(104). En G1, il y a 3 fois plus de complexes TLC1-Est2 que de 
complexes TLC1-Est2-Est1, tandis qu’en phase S, il y a autant de Est1 que de Est2 associés à 
l’ARN TLC1 (105, 135). Cette association de Est1 à la télomérase permet aussi de réguler 
l’association de Est3 qui a besoin de la présence de Est2 et de Est1 pour être stabilisée dans le 
complexe (105). En phase G2, Est2 est retirée de l’holoenzyme par un mécanisme inconnu ce 
qui inhibe l’activité de la télomérase durant la mitose (105) (Fig.4). 
On peut voir l’effet de ces mécanismes par l’augmentation de la présence de la 
télomérase aux télomères en fin de phase S avec une approche d’immunoprécipitation de la 
chromatine (ChIP) (83, 104). Par contre, Est2 peut être détectée aux télomères par ChIP tout au 
long du cycle cellulaire et cette localisation dépend de l’ARN TLC1 et du complexe yKu (72, 74). 
Cependant, par des expériences d’imagerie des molécules uniques de l’ARN TLC1 en cellules 
vivantes, il a été observé que la télomérase est très mobile en phase G1 et que l’association de 
la télomérase aux télomères à l’extérieur de la phase S est transitoire et donc ne peut mener à 
l’allongement des télomères (136). De plus, une mutation de yKu80 ne permettant plus le 
recrutement de Est2 aux télomères en phase G1 n’entraîne qu’un effet mineur sur la taille des 
télomères (101). Par contre, en phase S, on peut remarquer l’accumulation de plusieurs 
molécules de télomérase dans un focus moins mobile et localisé aux télomères (136). Ceux-ci 
ont été nommés T-Recs pour « Telomerase REcruitment ClusterS » et correspondent à une 
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accumulation de 6-15 molécules de télomérase pour allonger les télomères (136). La formation 
des T-Recs est régulée par les mécanismes de recrutement de la télomérase. En effet, la 
délétion de RIF1 et de RIF2, protéines limitant le recrutement de la télomérase, entraîne la 
formation de T-Recs peu importe la phase du cycle cellulaire et entraîne un hyper allongement 
des télomères (136). À l’opposé, la délétion de protéines jouant un rôle dans le recrutement de 
la télomérase, tels que des constituants du complexe MRX ou de TEL1 ou bien la mutation 
cdc13-2, diminue drastiquement la formation de T-Recs (136) (Fig.4). 
Le raccourcissement des télomères induit une formation accrue de T-Recs La formation 
de ces complexes est donc aussi affectée par la taille des télomères et pourrait représenter une 
façon de concentrer l’activité de la télomérase pour la cibler aux télomères les plus courts (136). 
En effet, durant un cycle cellulaire, seulement 10% des télomères sont rallongés (137). Par 
contre, environ 50% des télomères de moins de 100pb sont rallongés démontrant un biais 
d’élongation pour les télomères plus courts (137). De plus, les télomères très courts sont 
rallongés de façon plus extensive que les télomères de taille moyenne (137). Le recrutement de 
la télomérase et son activité sont donc régulés par la taille des télomères.  
Les protéines du complexe MRX et la kinase Tel1 sont connues pour être recrutées 
préférentiellement aux télomères courts (138-140). À la base de cette préférence se trouve la 
sous-unité Xrs2 du complexe MRX. Rif2 et Tel1 se disputent la liaison au même domaine de 
Xrs2, et Rif2 peut donc empêcher le recrutement de Tel1 (21, 26, 140). La délétion de RIF2 
supprime la localisation préférentielle de Tel1 aux télomères courts et leur allongement 
préférentiel par la télomérase (138). Les télomères courts, ayant moins de protéines Rif2, 
permettent donc l’interaction de Tel1 avec Xrs2. Aussi, l’interaction Tel1-Xrs2 renforce la liaison 
du complexe MRX aux télomères et en l’absence de Tel1, Rap1 inhibe cette interaction, 




1.3. La localisation des télomères à la membrane nucléaire 
 
Bien qu’il y ait 32 télomères dans une levure Saccharomyces cerevisiae haploïde, 
l’observation par immunofluorescence des protéines associées aux télomères ne démontre que 
4-6 foci périnucléaires (141, 142). Ceci est expliqué par l’ancrage des centromères au pôle du 
fuseau mitotique (SPB), fournissant une première contrainte à la localisation des télomères, et 
par la localisation périnucléaire de ceux-ci (142, 143). Le volume du nucléole limite aussi leur 
localisation car les télomères sont exclus du nucléole (142). L’étude de la dynamique des 
télomères démontre que, bien que localisés à la membrane nucléaire, ceux-ci sont mobiles et 
que l’agrégation entre télomères n’est pas due à une interaction stable mais plutôt à de 
multiples interactions faibles et transitoires (142, 144-146). 
L’interaction entre les télomères et la membrane nucléaire n’est pas une association 
stable. En effet, un télomère se localise à la membrane dans seulement 50-60% des cellules 
(147). De plus, l’imagerie en temps réel des télomères démontre une mobilité des télomères le 
long de la membrane et plusieurs cycles d’association-dissociation (148). La localisation à la 
membrane est régulée par le cycle cellulaire, les télomères y étant plus localisés en phases G1/S 
et ils sont relâchés de la membrane durant la mitose (148).  
Le rôle de cette localisation semble être, en partie, d’augmenter la concentration locale 
en protéines télomériques. La formation de foci périnucléaires aiderait donc à établir des zones 
où, par exemple, la quantité de complexe SIR est plus élevée et donc favorise le TPE. En effet, en 
forçant la localisation à la membrane, le TPE est renforcé et en empêchant la localisation à la 
membrane, le TPE est diminué (70, 147-149). 
Les voies de localisations des télomères à la membrane nucléaire impliquent le complexe 
yKu, Sir4 ainsi que la télomérase (70, 141, 148, 150). La délétion de YKU80 ou de SIR4 entraîne 
une délocalisation partielle des télomères tandis que leur délétion simultanée entraîne une 
localisation nucléaire aléatoire des télomères, suggérant l’existence de voies redondantes, yKu 
jouant un rôle en G1 et en phase S alors que la voie dépendante de Sir4 est plus importante en 
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phase S (148). Il a été démontré que yKu peut induire la localisation des télomères à la 
membrane indépendamment de Sir4 et que Sir4 peut l’induire d’au moins deux façons, l’une 
impliquant yKu et l’autre impliquant une protéine localisée à la membrane, Esc1 (40, 149). Sir2 
est aussi capable d’induire la localisation membranaire, mais celle-ci est dépendante de Sir4 
(40). La localisation induite par yKu80 possède également des sous-voies, une en G1 nécessitant 
yKu70 et une en phase S impliquant Esc1(40).  
La protéine Mps3 joue aussi un rôle important dans la localisation membranaire des 
télomères. Mps3 fait partie des protéines à domaine SUN (Sad1-UNC-84) qui composent la 
membrane nucléaire chez les eucaryotes (151, 152). Ceux-ci ont leur C-terminal enfoui dans la 
membrane et leur N-terminal libre dans le nucléoplasme, leur permettant ainsi d’ancrer des 
protéines à la membrane et jouent un rôle dans l’agrégation des télomères (151-153). Le rôle de 
Mps3 dans la localisation des télomères à la membrane est cependant minoritaire en G1 mais 
important en phase S (42). Mps3 semble être un site d’ancrage des télomères via une 
interaction avec Sir4. En effet, l’induction de la localisation membranaire de la chromatine par la 
liaison forcée de Sir4, indépendamment de Esc1, est supprimée par une mutation de mps3 ne 
permettant plus d’interagir avec Sir4 (42).  
Les sous-unités de la télomérase sont aussi impliquées dans ces voies. L’interaction 
forcée de Est2 au télomère induit une localisation membranaire de façon indépendante à Esc1 
(154). En phase S mais pas en phase G1, la localisation induite par Est2 dépend de Est1. De plus, 
la localisation induite par yKu80 en phase S dépend de TLC1 et de Est1 (154). La dépendance 
différente aux sous-unités de la télomérase selon le cycle cellulaire peut être expliquée par la 
régulation de l’assemblage de la télomérase selon le cycle cellulaire (105, 135). Toutefois, toutes 
ces voies semblent être dépendantes de Mps3 car la mutation de cette protéine supprime la 
localisation induite par la liaison forcée de yKu80 et de Est2 (154). De plus, Mps3 peut interagit 
avec Est1 in vitro (153). 
À travers la contribution de toutes ces voies, 50-60% des télomères endogènes sont 
localisés à la membrane en G1 et en phase S (42, 154). En G1, cette localisation est 
indépendante de Mps3 et de Sir4 tandis qu’en phase S, Sir4 et Mps3 agissent dans la même voie 
pour localiser 20% des télomères (154). 
Il est à noter que les télomères peuvent aussi se localiser aux pores nucléaires. Par 
contre, la localisation aux pores nucléaires est liée à la réparation des télomères et ce sont les 
télomères abimés qui s’y localisent (40, 148, 155). De plus, en l’absence de télomérase, la 
localisation aux pores nucléaires semble permettre le maintien des télomères via des voies de 
recombinaison (42, 155). 
 
1.4. TERRA (telomeric repeats containing RNA) 
 
Dû à la présence d’hétérochromatine dans les régions sous-télomériques et du TPE, les 
télomères ont longtemps été considérés comme non-transcrits. En 2007, il a été découvert que 
les télomères sont transcrits en un long ARN non-codant (lncRNA) contenant des répétitions 
télomériques nommé TERRA (telomeric repeats containing RNA) (156). Depuis, l’étude de la 
transcription télomérique a mené à la découverte d’autres lncRNAs dans cette région du 
génome.  
TERRA est un ARNnc issu de la transcription par l’ARN polymérase II des télomères (156, 
157). Sa transcription commence dans le sous-télomère et se termine dans les répétitions 
télomériques. TERRA est hétérogène en taille et fait entre quelques centaines de nucléotides 
jusqu’à 1,2kb avec une moyenne autour de 400nt (158, 159). La grande variation de la taille 
dépend de la longueur du télomère et du site d’initiation de la transcription (TSS). Dû à la 
grande hétérogénéité des séquences sous-télomériques, peu de TSS ont été caractérisés et il est 
fort probable que ceux-ci soit différents d’un télomère à l’autre ou bien que la transcription de 
TERRA peut s’amorcer à plusieurs endroits (160, 161). Chez l’humain et S. pombe, environ 7-10% 
de TERRA est polyadénylée tandis que chez S. cerevisiae, il semblerait que la totalité de TERRA 
est polyadénylée, bien que des résultats contradictoires existent (159, 162-164). Chez l’humain 
et S. pombe, la polyadénylation de TERRA génère une séparation de localisation et possiblement 
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de fonction, la forme non-polyadénylée restant associée aux télomères et la forme 
polyadénylée se localisant dans le nucléoplasme (162, 163). 
 
1.4.1 Contrôle des niveaux d’expression de TERRA 
 
L’expression de TERRA est régulée en fonction du cycle cellulaire. Son expression est 
maintenue basse mais augmente en fin de phase G1 (165). La régulation de TERRA passe par 
l’inhibition de sa transcription et par sa dégradation co-transcriptionnelle par l’exonucléase Rat1 
(159, 165, 166). La présence de Rat1 aux télomères dépend des protéines Rif1 et Rif2 (165, 166). 
De plus, Rap1 joue un rôle activateur de l’activité exonucléase de Rat1 (159, 166). Il y a aussi des 
évidences que le complexe TRAMP, responsable de l’ajout de courtes séquences poly(A) à des 
ARNnc servant de base pour leur dégradation par l’exosome, participe à la dégradation de 
TERRA (167). La transcription de TERRA est inhibée par le complexe régulateur de l’élongation 
de la transcription Paf1 et par les protéines télomériques du complexe Sir (164, 166) (Fig.4). 
Ces mécanismes permettent une régulation de TERRA en fonction de la longueur des 
télomères. En effet, la régulation via Rat1 est dépendante de Rap1, Rif1 et Rif2. Un télomère 
court possède moins de site de liaison pour ces protéines ce qui diminue ainsi le recrutement et 
l’activité de Rat1. De plus, un télomère court recrute moins de complexes SIR, ce qui suggère 
une levée de l’inhibition de l’expression de TERRA aux télomères courts. Par conséquent, il n’est 
pas surprenant d’observer une augmentation de l’expression de TERRA dans des cellules 
délétées de TLC1 (165, 168). Cette augmentation d’expression est essentielle à sa fonction et 




1.4.2 Fonctions de TERRA 
 
Étant donné la complémentarité de séquence entre les répétitions télomériques de 
TERRA et la séquence matrice de l’ARN TLC1, le premier rôle suggéré pour TERRA fut d’agir 
comme inhibiteur compétitif de la télomérase. En effet, un oligonucléotide possédant des 
séquences télomériques peut lier hTR (ARN de la télomérase) et hTERT (rétrotranscriptase de la 
télomérase) et inhiber l’activité de la télomérase chez l’humain (157, 169). De plus, par 
immunoprécipitation, il a été démontré chez l’humain et la souris que TERRA pouvait interagir 
avec la télomérase (169, 170). Par contre, il n’y a aucune évidence in vivo qu’un tel mécanisme 
prenne place et plusieurs résultats contradictoires existent quant au lien entre l’expression de 
TERRA, la taille des télomères et l’activité de la télomérase dans différentes lignées cellulaires 
cancéreuses (157, 171, 172). De plus, l’expression ectopique de TERRA dans plusieurs lignées 
cellulaires cancéreuses, bien qu’elle induit une diminution de l’activité de la télomérase in vitro, 
ne provoque pas un raccourcissement des télomères (173). Finalement, l’augmentation 
artificielle de l’expression de TERRA dans différents modèles cellulaires ne semble pas être 
corrélée avec une inhibition de l’activité de la télomérase ou une diminution de la taille des 
télomères (174, 175). Ces résultats sont discuté plus amplement dans l’annexe 3 (176) et, bien 
que certains résultats sont contradictoires, ils suggèrent que l’expression de TERRA n’interfère 
pas avec l’activité de la télomérase in vivo. 
L’étude de la fonction de TERRA chez la levure a longtemps été compliquée par le faible 
niveau d’expression de TERRA dans cet organisme. Pour permettre la détection et la 
quantification de TERRA, l’altération artificielle de son expression par l’utilisation du mutant 
thermosensible rat1-1 ou de promoteurs artificiels inductibles a souvent été utilisé (159, 177, 
178). Les premières études utilisant un promoteur inductible introduit en amont des répétitions 
télomériques ont démontrés que la transcription forcée de TERRA induit un raccourcissement 
de ce télomère (177, 178). L’augmentation de l’expression de TERRA dans un mutant rat1-1 
provoque aussi un raccourcissement des télomères (159). Ces résultats suggère que 




Pour élucider les mécanismes par lesquels TERRA favorise le raccourcissement des 
télomères chez la levure, le groupe du Dr. Lingner, après avoir identifié le TSS de TERRA transcrit 
à partir du télomère 1L (tel1L-TERRA), a introduit un promoteur inductible à la doxycycline en 
amont de ce TSS(160). Ils ont démontré que le raccourcissement induit par la transcription 
forcée de TERRA ne passait pas par l’inhibition de la télomérase mais par la stimulation de la 
résection à longue distance par l’exonucléase Exo1 (160). Une autre étude utilisant un 
promoteur inductible au galactose (GAL1) a démontré que le raccourcissement des télomères 
induit par la transcription forcée de TERRA était dû à un interférence de la transcription avec la 
machinerie de réplication et non à l’inhibition de la télomérase (178). L’augmentation de la 
transcription télomérique non-régulée peut interférer avec les fourches de réplication et induire 
leur affaissement. De plus, la surexpression de la RNase H1 supprime le phénotype causé par 
l’utilisation du mutant thermosensible rat1-1 (159). Ceci suggère que la formation d’hybride 
TERRA/ADN est à l’origine du raccourcissement des télomères obtenus dans cette souche, 
possiblement en interférant avec les fourches de réplication. De plus, certaines conditions 
augmentant l’expression de TERRA, telles que la délétion des protéines du complexe SIR ou la 
délétion de certaines protéines du complexe PAF, ne conduisent pas à un raccourcissement des 
télomères (164, 166). Ensemble, ces résultats suggère que, plus que l’accumulation de TERRA, 
sa transcription non-régulée interfère avec les processus cellulaires prenant place aux télomères 
et est à la base des phénotypes de raccourcissement des télomères. 
Pour circonvenir les problèmes liés à l’altération des niveaux endogènes de l’expression 
de TERRA, des approches d’imagerie ont été développés pour étudier TERRA dans des 
conditions d’expression endogène (168, 179). L’utilisation d’hybridation in situ fluorescente 
d’ARN (RNA FISH) pour étudier la transcription de TERRA issu de la transcription de télomères 
uniques (télomères 1L, 6R), ou des télomères Y’, a révélé que TERRA peut échapper à la 
répression transcriptionnelle et à la dégradation co-transcriptionnelle chez environ 15-28% des 
cellules pour former un focus périnucléaire (168). De plus, la détection simultanée dans la 
même cellule de TERRA transcrit à partir de 2 télomères différents est très rare. Pour confirmer 
ces résultats, une approche d’imagerie en cellules vivantes de l’ARN a été développée. 
Brièvement, l’introduction de tiges-boucles MS2 à un télomère unique en amont des répétitions 
télomériques permet la transcription endogène d’ARN TERRA possédant des tiges-boucles MS2 
entre la partie sous-télomérique de sa séquence et les répétitions télomériques de sa séquence 
(MS2-TERRA). La coexpression de la protéine de fusion MCP-GFP, qui se lie de façon spécifique 
aux tiges-boucles MS2 permet de détecter, via la fluorescence de la GFP, les molécules de MS2-
TERRA issues de ce télomère (180). Par cette approche, il a été démontré que MS2-TERRA 
transcrit à partir du télomère 1L ou 6R ne forme un focus que chez 10% des cellules (168). Ce 
pourcentage de cellules exprimant TERRA, bien que légèrement différent des pourcentages 
observés par RNA FISH, confirme que seulement une minorité de cellules exprime TERRA à 
partir d’un télomère donné. Cette minorité de télomères exprimant TERRA sont des télomères 
courts et la longueur des télomères semble être liée à l’expression de TERRA. En effet, la 
délétion de l’ARN TLC1, menant au raccourcissement de tous les télomères, augmente 
l’expression simultanée de TERRA issue de la transcription de tous les télomères testés et le 
raccourcissement artificiel d’un télomère augmente aussi l’expression de TERRA transcrit à 
partir de celui-ci (168). Ces résultats confirment que l’expression de TERRA est maintenu à un 
niveau bas mais que les télomères courts échappent à cette répression, permettant aux 
molécules d’ARN TERRA de s’accumuler sous la forme d’un focus périnucléaire.  
La caractérisation de ces foci de TERRA a démontré que ceux-ci ne sont pas stablement 
associés aux télomères mais démontrent une dynamique plus libre (168). De plus, l’imagerie 
simultanée de MS2-TERRA et de son télomère d’origine , par l’introduction de séquences TetO 
dans le sous-télomère et par l’expression d’une protéine de fusion TetR-RFP, démontre que 
durant une période de 30 minutes (une acquisition prise à chaque 2 minutes), 70% des foci 
MS2-TERRA vont colocaliser au moins une fois avec leur télomère d’origine (168). Par contre, 
pour la même période de temps, seulement 9% des foci MS2-TERRA vont colocaliser avec un 
autre télomère de la même façon (168). Cette interaction préférentielle avec son télomère 
d’origine a aussi été démontrée par des expériences de ChIP et témoigne probablement d’un 
rôle joué in cis (168) (Fig.5). 
Les télomères courts, en plus d’induire l’expression de TERRA, induisent la formation 
d’agrégats de télomérase (ou T-Recs) et les deux sont recrutés aux télomères courts. Pour 
identifier le rôle de la transcription de TERRA, la relation entre ces foci a donc été étudiée. En 
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utilisant l’imagerie simultanée de PP7-TERRA (un système de marquage de l’ARN similaire au 
système MS2) et de MS2-TLC1, il a été montré que plus de 90% des foci PP7-TERRA colocalisent 
avec un focus MS2-TLC1 (168). Cette interaction a aussi été confirmée par la co-
immunoprécipitation réciproque de TERRA avec la télomérase, suggérant que le rôle de TERRA à 
son télomère d’origine implique probablement son interaction avec la télomérase (168). 
L’imagerie en vidéo intermittente (“timelapse”) de cellules en phase S a permis de caractériser 
ce rôle. En effet, en plus d’interagir ensemble, les molécules de MS2-TLC1 s’accumulent sur le 
focus TERRA pour former un T-Recs (168). Cela suggère un rôle de TERRA dans la nucléation des 
T-Recs. De plus, après la formation de T-Recs sur le focus TERRA, ceux-ci sont ensuite recruté au 
télomère d’origine ayant transcrit TERRA (168). Cela mène à un modèle où la transcription de 
TERRA aux télomères courts permet l’accumulation de TERRA en un focus unique qui sert de 
noyau (“seed”) permettant la nucléation de T-Recs. Ceux-ci seraient nécessaires pour 
concentrer l’activité de la télomérase et la diriger aux télomères courts. Ce modèle expliquerait 
donc comment le raccourcissement des télomères induit la formation de T-Recs et comment les 
télomères courts sont allongés de façon plus extensive (Fig.5). 
 
 
Figure 5. –  La transcription de TERRA aux télomères courts induit la formation de T-Recs.  
Aux télomères de taille normale (à gauche), les niveaux d’expression de TERRA sont maintenus à 
des niveaux bas par la répression transcriptionnelle produite le complexe SIR (1) et par la 
dégradation de TERRA par Rat1 (2). Le recrutement de la télomérase est aussi inhibé par des 
mécanismes dépendants de Rif2 (3). Aux télomères courts (à droite), l’expression de TERRA est 
augmentée (4). Lorsqu’un télomère exprime TERRA, les molécules de TERRA s’accumule en un 
focus unique (5) qui sert de noyau à l’agrégation de molécules de télomérase en un focus 
nommé T-Recs (6). Celui-ci est recruté aux télomères courts via les mécanismes de recrutement 
de la télomérase et dépend de l’Interaction entre Cdc13 et Est1 (7). Tiré de (176) (annexe 3). 
 
TERRA, par son rôle de concentrateur de l’activité de la télomérase, permet de mieux 
cibler la télomérase aux télomères et témoigne de la complexité des processus régulateurs 
prenant place aux télomères. D’autres mécanismes de régulation vont aussi empêcher que la 
télomérase puisse agir à des sites inappropriés sur le génome. Comme discuté dans les sections 
précédentes, les télomères ressemblent à des cassures dans l’ADN et ils sont traités par 
plusieurs facteurs impliqués dans la réparation de l’ADN pour favoriser l’action de la 
télomérase. Par contre, pour le maintien de l’intégrité génomique, il est important que les 
cassures dans l’ADN ne soient pas réparées par la télomérase, un phénomène appelé ajout de 
novo de télomère. Plusieurs facteurs sont donc impliqués dans l’inhibition de la réparation des 
dommages à l’ADN par la télomérase. Les prochaines sections porteront sur les voies de 
réparation de cassures dans l’ADN et sur leur rôle dans l’inhibition de l’activité de la télomérase 
à ces cassures.  
 
1.5. Les dommages à l’ADN 
 
La préservation de l’intégrité génomique est de première importance puisque le génome 
est soumis à plusieurs menaces provenant de sources endogènes et exogènes (181, 182). Les 
sources environnementales comprennent l’irradiation UV et ionisante, les infections virales, les 
toxines environnementales et composés génotoxiques (181-183). Les facteurs endogènes 
comprennent les espèces réactives de l'oxygène (ROS) formées par le métabolisme et les 
erreurs survenant durant les processus comme la réplication de l’ADN et la transcription Cela 
peut mener à plusieurs modifications et altérations de l’ADN, menaçant ainsi l’intégrité 
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génomique telles que le mésappariement des bases, le pontage entre les brins de l’ADN, la 
production d’adduits, la formation de dimères de pyrimidine, la méthylation, hydrolyse et 
oxydation des bases ainsi que la production de sites abasiques (181-184). Ces dommages à 
l’ADN, estimés à environ 105 par jour, peuvent mener à une cassure d’ADN simple brin (SSB) 
(185). Ce type de cassure ne cause pas de risque majeur à l’Intégrité du génome, mais peut 
évoluer en cassure d’ADN double brin (DSB). Ce dernier constitue une menace importante à la 
survie de la cellule et à l’intégrité du génome.  
Pour ces raisons, la cellule est en constante surveillance pour identifier les dommages à 
l’ADN et éviter la formation de DSB. Lorsque des dommages sont détectés, plusieurs activités 
enzymatiques sont recrutées au site pour permettre le traitement de ce dommage, le choix de 
la voie de réparation et finalement réparer le dommage. Des problèmes de ségrégation des 
chromosomes durant la mitose peuvent aussi mener au bris d’un chromosome. La réplication 
du génome crée également des intermédiaires structuraux pouvant être ciblés par des 
nucléases (181-184). Finalement, le raccourcissement critique des télomères peut mener à leur 
détection comme DSB. La présence de DSBs, si non réparés, peut mener à des réarrangements 
chromosomiques majeurs, la sénescence ou bien l’apoptose (181, 182). La toxicité des DSBs 
vient aussi des risques associés à leur réparation. En effet, leur réparation peut mener à des 
mutations, des délétions ou des insertions et des réarrangements chromosomiques majeurs. 
Les différentes voies de réparations des DSBs seront abordées dans les prochaines sections. 
 
1.5.1. Les différentes voies de réparations des dommages à l’ADN 
 
Il existe différentes voies de réparations des dommages à l’ADN. Le choix de la voie 
utilisée se fait selon le type de dommage et selon le type de structure et processus cellulaires en 
cours autour de la cassure.  
Certains dommages génomiques produisent des lésions perturbant l’hélice d’ADN et 
sont réparés par la voie d’excision de nucléotides (NER), une voie qui est caractérisée par 
l’incision de l’ADN de part et d’autre de la lésion, l’ablation de la lésion, la synthèse d’ADN pour 
remplacer la séquence retirée et la ligation (186). Ces dommages comportent les dimères de 
pyrimidines produits par l’irradiation et par les ROS, les pontages inter-brins et certains adduits 
produits par des drogues génotoxiques ou des carcinogènes environnementaux (187-189). Le 
NER est divisée en deux sous voies, la voie de réparation globale du génome (GG-NER) et la voie 
couplée à la transcription (TC-NER) et dépend de la façon dont la lésion a été détecté (190-192).  
Lorsque des bases d’ADN sont abîmées sans modifier la structure de l’ADN, la voie de 
réparation par excision de bases (BER) est utilisée pour retirer la base, et non le nucléotide, et 
réparer la lésion. Les types de lésions ciblées comportent la déamination et l’hydroxylation 
spontanée des bases d’ADN, l’oxydation des bases par les ROS produites par le métabolisme ou 
par différents stress environnementaux et l’alkylation par des agents carcinogènes (193, 194). 
Le BER procède à l’ablation de la base abimée laissant un site abasique par une glycosylase puis 
au clivage du brin d’ADN au site abasique (190, 194, 195). Une polymérase remplace ensuite les 
nucléotides enlevés et le tout est relié. 
Lorsque la machinerie de réplication fait des erreurs d’appariement ou des 
délétions/additions, la voie de réparation des mésappariement (MMR) est nécessaire pour 
corriger ces erreurs. Les erreurs sont détectées, puis un SSB est créé au site de l’erreur (190, 
196, 197). Ce SSB sert de substrat pour l’exonucléase ExoI qui va dégrader l’ADN pour effacer 
l’erreur (190, 196, 197). La polymérase δ va ensuite remplacer la séquence dégradée et le tout 
est attaché (190, 196, 197). 
Le métabolisme, les carcinogènes environnementaux et certaines drogues peuvent 
causer la méthylation des guanines et thymines de l’ADN. Ceux-ci sont retirés par la voie de 






1.5.2. Les différentes voies de réparation des DSBs 
 
Lorsqu’une cassure d’ADN double brin se produit, différentes voies de réparation 
peuvent être mise à contribution pour réparer cette cassure. Le choix de la voie à privilégier 
dépend du type d’extrémité, de la quantité d’ADN simple brin, de la présence d’une séquence 
homologue et du cycle cellulaire. Les voies de réparations sont séparées en 2 catégories : les 
voies de jonction des extrémités et les voies de recombinaison. Les voies de jonction n’ont 
besoin d’aucune séquence homologue comme modèle pour la réparation et peuvent donc avoir 
lieu durant n’importe quelle phase du cycle cellulaire. Les voies de recombinaison utilisent 
principalement la chromatide sœur comme modèle pour effectuer la réparation et ce type de 
réparation est restreint aux phases S et G2 du cycle cellulaire. Les voies de recombinaison 
nécessitent aussi la résection des extrémités pour fournir un long brin d’ADN simple brin afin de 
pouvoir effectuer la recombinaison. À l’inverse, la présence de longs brins d’ADN simple brin 
inhibe les processus de jonction. Le recrutement du complexe yKU (yKu70/yKu80) aux sites de 
dommage inhibe la résection en phase G1 pour favoriser la réparation par jonction des 
extrémités (199, 200). En phase S, l’activation des kinases dépendantes des cyclines (CDKs) a 
l’effet inverse et active la résection (199, 201). Un dernier point pouvant influencer le choix de 
catégorie de voie de réparation est si le site de cassure est « propre » ou encombré. En effet, la 
machinerie des voies par jonction est mal équipée pour réparer des extrémités encombrées par 
des nucléotides abimés, modifiés, pontés ou possédant des adduits protéiques (202-204). Ce 
type d’extrémité nécessite le complexe MRX et favorise donc la réparation par recombinaison 
(116, 117). Ces deux catégories se divisent aussi en différentes sous-voies dépendamment de la 
présence d’homologies de séquences proche du site de cassure et des différents intermédiaires 
de réparation formés. 
 
 
1.5.2.1. La réparation par ligation des extrémités non-homologues classique (c-
NHEJ) 
 
En phase G1, l’absence de chromatide sœur rend les méthodes de recombinaison 
dangereuses. En effet, effectuer une recombinaison sans chromatide sœur, en utilisant des 
séquences partiellement homologues, augmente les risques de mutation et de recombinaison 
erronée pouvant mener à de l’instabilité génomique. Pour cette raison, la majorité des DSBs en 
G1 sont réparées par c-NHEJ qui consiste en la ligation de deux extrémités d’ADN franches. 
Cette voie, en l’absence de multiples DSBs, génère peu de risque pour la cellule. Mais la 
présence de multiples extrémités d’ADN peut mener en une ligation aberrante et à des 
réarrangements majeurs tels que des chromosomes dicentriques ou sans centrosome. Les 
étapes du c-NHEJ consistent en la liaison du complexe yKu aux extrémités d’ADN, le 
rapprochement des extrémités et leur ligation.  
Le complexe yKu est central pour le c-NHEJ. Il interagit de façon non-spécifique avec les 
extrémités d’ADN (205). Une fois recrutés à un DSB, sa présence inhibe la résection, dirigeant 
ainsi la réparation vers la ligation des extrémités (199, 200). Ensuite le complexe de ligation 
Dnl4/Lif1/Nej1 procède à la ligation des deux extrémités (183, 206). Le complexe MRX est aussi 
impliqué dans le c-NHEJ, bien que son rôle ne soit pas clair. Il serait impliqué dans le 
rapprochement des extrémités d’ADN pour permettre leur ligation et pourrait jouer un rôle 





Figure 6. –  Principales étapes des voies de réparation par ligation des extrémités non-homologues 
(NHEJ). 
En présence d’un DSB, les voies de réparation par ligation des extrémités peuvent être mises à 
profit pour la réparation. La voie de réparation par ligation des extrémités non-homologues 
classique (c-NHEJ) nécessite une extrémité franche. Le recrutement du complexe yKu protège 
les extrémités et le complexe MRX aide à maintenir les extrémités à proximité. En présence 
d’une courte séquence d’ADN simple brin, le complexe MRX ou des polymérases peuvent 
procéder au traitement des extrémités. Le complexe de ligation Lig4/Lif1/Nej1 procède ensuite 




1.5.2.2. La réparation par ligation des extrémités non-homologues alternative 
(alt-NHEJ) 
 
La c-NHEJ nécessite des extrémités franches ou une extrémité simple brin de moins de 4 
nucléotides (208). Une méthode alternative met à profit une résection à courte distance de la 
cassure pour trouver des séquences homologues (4 à 20 nucléotides) de part et d’autre de la 
cassure pour sa réparation (209, 210). Cette voie de réparation est nommée alt-NHEJ ou voie de 
réparation par jonction des extrémités médiée par micro-homologie (MMEJ). Elle est souvent 
considérée comme une voie intermédiaire entre la NHEJ et la recombinaison homologue (HR). 
Ses étapes comprennent la résection des extrémités par le complexe MRX et la nucléase Sae2 
pour découvrir des séquences homologues. Il est toutefois à noter que plus long est brin d’ADN 
simple brin créé, plus le choix de la voie de réparation penche en faveur de la recombinaison 
homologue (211, 212). Suivant la résection, si de courtes séquences homologues ont été 
découvertes, celles-ci peuvent s’hybrider entre elles et permettre la réparation (213, 214). Cette 
voie de réparation est considérée comme mutagène et génère le plus d’instabilité génomique 
car elle entraîne la délétion de la séquence entre les régions d’homologie ainsi que d’une des 
deux séquences homologues utilisée pour la réparation. 
 
1.5.2.3. La réparation par recombinaison homologue (HR) 
 
Une des voies les plus importantes de réparation chez la levure est la réparation par 
recombinaison homologue ou HR. Elle intervient à un moment important du cycle cellulaire, la 
réplication du génome. Elle prend place durant les phases S/G2. Cette phase est accompagnée 
de plusieurs sources de stress génomiques et de sources potentielles de DSBs. La HR est aussi la 
voie de réparation la plus fidèle. En effet, ayant lieu durant les phases S/G2, elle met à 
contribution le fait qu’elle possède une copie parfaite de la séquence à réparer tenue en 
proximité par le complexe de la cohésine (215).  
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Elle est également la voie la plus complexe et impliquant le plus d’étapes. Premièrement, 
chaque côté du DSB est sujet à une résection extensive de plusieurs kilobases (216). La résection 
à courte portée du brin 5’ met à profit les activités d’endonucléase et d’exonucléase 3’-5’ du 
complexe MRX, aidée de Sae2 (217, 218). Ces activités sont importantes pour retirer les 
nucléotides abimés, adduits et protéines présentes au site de cassure (116, 117). Sae2 est 
phosphorylée par des CDKs et ces modifications post-traductionnelles sont nécessaires pour 
l’activation de l’activité d’endonucléase du complexe MRX (201). Cette étape limite la résection 
des DSBs aux phases S/G2 du cycle cellulaire (201). Ensuite, la résection à courte portée permet 
de créer un site d’entrée pour les exonucléases 5’-3’ Exo1 et Dna1 responsables de la résection 
à longue portée (216, 219). La résection extensive crée un long ADN simple brin pour permettre 
l’envahissement de la chromatide sœur afin de trouver une séquence homologue permettant 
de réparer la cassure. Au fur et à mesure de la résection, le simple brin est recouvert par le 
complexe RPA. Celui-ci est un composé de Rfa1, Rfa2 et Rfa3. Par sa liaison à l’ADN simple brin, 
il protège celui-ci des nucléases, retire les structures secondaires, sert d’intermédiaire de 
signalisation et permet le recrutement de protéines de réparation (220-223) (Fig.7). 
L’étape suivante de la HR est la création du filament présynaptique, qui est nécessaire 
pour l’envahissement de la chromatide sœur par l’ADN simple brin (224). La formation du 
filament présynaptique nécessite le remplacement de RPA sur l’ADN simple brin par la 
recombinase Rad51 et permet l’envahissement par celui-ci de l’ADN double brin homologue de 
la chromatide sœur, formant une structure nommée boucle D (D-loop) où l’ADN simple brin de 
la cassure s’apparie avec le brin complémentaire de la chromatide sœur (224). Par contre, RPA 
possède une plus grande affinité pour l’ADN simple brin que Rad51 (225). Pour procéder au 
remplacement de RPA par Rad51 sur l’ADN simple brin, la protéine médiatrice Rad52 est 
nécessaire puisque Rad52 interagit avec Rad51 et RPA et facilite le remplacement (225-227). 
L’utilisation de rideaux d’ADN simple brin a permis de mieux caractériser ces transactions (228, 
229). En l’absence de Rad52, RPA se lie à l’ADN simple brin mais cette association est instable et 
RPA se dissocie rapidement de l’ADN simple brin (229). Lorsque Rad52 se lie à RPA, cela stabilise 
la liaison de RPA avec l’ADN simple brin et empêche sa dissociation (228). Cette stabilisation de 
RPA empêche la liaison à l’ADN simple brin de protéines non-impliquées dans la recombinaison 
homologue. Rad52 se propage le long du brin d’ADN recouvert par RPA, stabilisant RPA tout au 
long de la fibre (228). La présence de Rad52 permet le remplacement ciblé de RPA par Rad51 
sur l’ADN simple brin (228). Par contre, certains sites sur la fibre d’ADN simple brin 
maintiennent l’interaction avec RPA-Rad52 (228). Ces sites servent au recrutement de nouvelles 
molécules de Rad52 et de RPA par des interactions protéine-protéine (228). Il est suggéré que le 
deuxième recrutement de ces protéines permet de localiser Rad52 et RPA pour leur rôle dans la 
boucle D et la capture de la deuxième extrémité (228) (Fig.8). 
Après le remplacement de RPA par Rad51, Rad51 et Rad52 sont responsables de la 
recherche d’une séquence homologue chez la chromatide sœur. Ce processus se fait par de 
multiples contacts avec l’ADN à proximité jusqu’à ce qu’une séquence homologue soit trouvée. 
La recherche est facilitée par le fait que la chromatide sœur est tenue à proximité par la 
cohésine, par une mobilité accrue du brin recouvert par Rad51 et par la localisation des DSB à la 
membrane nucléaire (230-233). Lorsque qu’une séquence homologue est identifiée, Rad51 
catalyse l’ouverture de l’ADN double brin de la chromatide sœur et la formation d’un 
hétéroduplexe entre l’ADN simple brin de la cassure et le brin complémentaire de la chromatide 
sœur (234). (Fig.7) 
La formation de l’hétéroduplexe est aidée par l’action de plusieurs protéines. Rad52, en 
plus de jouer un rôle dans le remplacement de RPA par Rad51, permet d’accélérer l’hybridation 
entre les deux brins homologues (227). Rad55 et Rad57 forment un dimère qui stimule l’étape 
d’envahissement de la chromatide sœur par l’ADN simple brin recouvert par Rad51 (235). Rad54 
interagit avec Rad51 et joue un rôle de remodelage de la chromatine pour permettre 
l’envahissement de l’ADN duplex (236-238). RPA va lier le brin déplacé par l’envahissement pour 
le protéger. Dans le cas d’intermédiaire de réparation erroné ou délétère, l’hélicase Srs2 inhibe 
l’envahissement de l’ADN duplex et retire Rad51 de l’ADN simple brin (239, 240). Cette activité 
de Srs2 est contrôlée par sa phosphorylation et SUMOylation (Fig.7). 
Suivant la formation de la boucle D, l’extrémité 3’ de l’ADN simple brin appariée dans la 
boucle D va servir d’amorce pour les polymérases réplicatives afin de permettre la réparation. 
En même temps, l’extrémité 3’ de la deuxième extrémité créé par le DSB va s’apparier au brin 
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déplacé de la chromatide sœur dans la boucle D et va aussi servir d’amorce aux polymérases. 
Cette capture de l’autre brin par la boucle D se fait grâce à Rad52 (241). La polymérisation se 
fait pour toute la longueur de la séquence simple brin créé par la résection et est suivie par la 
ligation des extrémités, reconstituant ainsi le chromosome. Les étapes de polymérisation et de 
ligation entraînent la formation d’une double jonction de Holliday (242). Celles-ci sont résolues 
à l’aide de topoisomérases ou de nucléases spécifiques pour empêcher des problèmes de 
ségrégation des chromosomes (243) (Fig.7). 
 
 
Figure 7. –  Principales étapes des voies de réparation par recombinaison. 
En présence d’une cassure d’ADN double brin (DSB), la voie de réparation par recombinaison 
homologue peut être mise à profit pour la réparation. (a) Celle-ci est entamée par la détection 
de la cassure par le complexe MRX. En phase G1, le complexe yKu inhibe la résection des 
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extrémités. En phases S/G2, Sae2 est activée par phosphorylation et active le complexe MRX. 
Ensemble, ils procèdent à la résection à courte portée. L’ADN simple brin découvert est 
recouvert de RPA. La première résection permet de créer un site d’entrée aux nucléases à 
longues portée Exo1 et Dna2. Ensuite, Rad52 procède au remplacement de RPA par Rad51. Dans 
le cas d’assemblage erroné, Srs2 peut retirer Rad51 de l’ADN simple brin. Rad55 et Rad57 
stimulent les étapes subséquentes d’envahissement de la chromatide sœur. (b) Après la 
formation du filament recouvert de Rad51, celui-ci va envahir la chromatide sœur et former une 
boucle D en s’hybridant avec sa séquence homologue. Rad54 aide à reconfigurer la chromatide 
pour aider à ce processus. Le brin déplacé est protégé par la liaison de RPA et permet la capture 
de l’autre extrémité de la cassure. Srs2 peut déstabiliser la boucle D dans le cas 
d’envahissement erroné. Son activité est régulée par l’équilibre entre sa phosphorylation et sa 
SUMOylation. L’action d’ADN polymérases remplace les séquences manquantes ce qui forme 
une double jonction de Holliday qui lorsque résolue, complète la réparation. La SUMOylation de 
Rad52 provoque son relâchement de la chromatine en diminuant son affinité à l’ADN. Modifié à 






Figure 8. –  Transactions sur l’ADN simple brin entre RPA, Rad51 et Rad52. 
La résection d’une cassure d’ADN découvre une longue portion d’ADN simple brin, qui recouvert 
par RPA. La liaison entre RPA et l’ADN simple brin est instable et RPA s’y associe et dissocie 
constamment. La liaison de Rad52 stabilise la liaison de RPA avec l’ADN simple brin et Rad52 se 
propage le long de la fibre. Rad52 procède au remplacement de RPA par Rad51. Par contre, 
certains sites maintiennent l’interaction avec RPA-Rad52. Ces sites servent de sites de 
nucléation pour le recrutement d’autres molécules de Rad52 et RPA par des interactions 
protéine-protéine. Rad52 peut aussi être recruté à l’extérieur de ces sites de nucléation. Le 
recrutement de Rad52-RPA sur le filament présynaptique permet de localiser Rad52 dans la 
boucle D pour promouvoir son rôle stabilisateur de la boucle D et son rôle dans la capture de la 
deuxième extrémité. Elle localise également RPA à proximité du brin déplacé de la boucle D ce 
qui favoriserait la protection de celui-ci par RPA. Tiré de (228). 
 
1.5.3. La réponse aux dommages à l’ADN  
 
La présence d’un dommage à l’ADN ainsi que sa réparation nécessite la coordination de 
plusieurs machineries. La cellule doit en effet procéder à la détection rapide du dommage, 
précéder à son traitement, décider du choix de voie de réparation, recruter les protéines utiles 
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au site et décider de son sort. Ces choix peuvent mener à l’arrêt du cycle cellulaire afin de 
réparer le dommage, à l’entrée en sénescence, à l’apoptose ou bien à la poursuite du cycle 
cellulaire malgré le dommage (245, 246). À l’origine de cette coordination et de cette prise de 
décision se trouve les protéines de la réponse aux dommages à l’ADN (DDR) (247). Cette 
réponse commence par la détection du dommage et le recrutement de Tel1 et Mec1, 
homologues des kinases ATM et ATR, respectivement. Tel1 est recruté aux DSBs via son 
interaction avec la protéine Xrs2 du complexe MRX, qui joue un rôle de senseur de dommage à 
l’ADN (248). Le recrutement de Mec1, quant à lui, dépend de la présence d’ADN simple brin 
recouvert de RPA et de son interaction avec son partenaire Ddc2 (249-251). Mec1 est donc 
recrutée à une plus grande variété de lésions menant à la formation d’ADN simple brin. D’autres 
protéines servent de senseurs de dommage à l’ADN et aide à l’activation de Mec1 aux sites de 
dommages, tels que le complexe Rad17/Mec3/Ddc1 et le chargeur du complexe 9-1-1 Rad24 
(252-254). Cette différence de signaux de recrutement des kinases permet aussi une alternance 
entre la signalisation par Tel1 et par Mec1 (248, 255). 
L’interaction de Tel1 avec Xrs2 active l’activité kinase de Tel1. Cette interaction active 
également l’activité du complexe MRX (26, 256). Le recrutement de Tel1 aide donc au 
traitement des extrémités par le complexe MRX et inhibe le NHEJ en inhibant la localisation du 
complexe yKu aux DSBs (257). Tel1 et Mec1 vont aussi entamer une cascade de phosphorylation 
entraînant la formation d’une plateforme de recrutement et de signalisation menant à 
l’activation de Rad53 et Chk1 (255, 258-266). Cette cascade commence par la phosphorylation 
du variant d’histone H2AX par Tel1 qui servira de plateforme de recrutement pour Mrc1 et pour 
Rad9 (258). Mrc1 va favoriser l’interaction entre Tel1 et le complexe MRX en plus d’augmenter 
l’activité de Tel1 (259). Rad9, quant à lui, est déjà présent sur la chromatine dû à son interaction 
avec les histones H3 méthylées sur leur lysine 79 (H3K79me) (267). Cependant, son 
enrichissement aux DSBs est permit grâce à son interaction avec le variant d’histone H2AX 
phosphorylé (γH2AX) (258, 260). Sa présence permet de contrôler la résection par l’inhibition de 
Sae2 (261, 262). Donc, le recrutement de Tel1 permet, dans un premier temps,  de favoriser la 
résection puis, par son activité kinase, de réguler cette résection. Aussi, comme mentionné plus 
tôt, la résection promut par Tel1 entraîne le recrutement de RPA et sert donc de signal pour le 
recrutement de Mec1 (255). Celle-ci, une fois recrutée, continue de phosphoryler les histones 
H2AX et va aussi phosphoryler Rad9 et la kinase Chk1 (258, 263). Rad9 servira ainsi de 
plateforme de recrutement pour la kinase Rad53 (263, 264). L’interaction de Rad53 avec Rad9 
phosphorylé active son activité d’autophosphorylation la rendant totalement active (265). Mec1 
et Tel1 participent aussi à sa phosphorylation (265). Rad53 joue un rôle de contrôle de la 
résection en phosphorylant Exo1 ce qui inhibe son activité (266). L’activation de Rad53 et de 
Chk1 est responsable de la phosphorylation de la majeure partie des effecteurs de la réponse 
aux dommages à l’ADN et vont mener à des changements globaux dans la cellule. Ceux-ci seront 
couverts plus loin.  
 
1.5.3.1. L’implication de la SUMOylation dans la réponse aux dommages à l’ADN 
 
Comme mentionné précédemment, la réponse aux dommages à l’ADN implique la 
coordination de plusieurs facteurs et processus cellulaires. À la base de cette coordination se 
trouve un réseau complexe de modifications post-traductionnelles (PTMs), la plus commune 
étant la phosphorylation. Le réseau de PTMS est toutefois plus complexe et implique entre 
autres l’ubiquitination et la SUMOylation (268). De plus, les PTMs montrent plusieurs 
interactions entre elles. Par exemple, la phosphorylation d’une protéine peut mener à sa 
dégradation via son ubiquitination ou bien, à l’inverse, empêcher son ubiquitination (268). 
D’autres PTMs induites par les dommages à l’ADN comprennent l’acétylation, la méthylation et 
la NEDDylation (268). Celles-ci régulent les interactions et le recrutement de protéines au site 
de dommage (268).  
L’ubiquitination, qui consiste en la liaison covalente d’une protéine, l’ubiquitine, sur la 
lysine d’une autre protéine, implique trois enzymes : E1, E2 et E3 ligases (269). L’enzyme E3 est 
celle fournissant la spécificité de substrat (269). De plus, l’ubiquitination d’une protéine peut 
mener à différents résultats dépendamment du type de conjugaison. La polyubiquitination en 
chaîne d’une lysine mène habituellement à la dégradation de la protéine par le protéasome 
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(270). La monoubiquitination sert plutôt de plateforme de signalisation et régule les interactions 
protéine-protéine (270).  
La SUMOylation nécessite aussi trois enzymes : E1, E2 et E3 SUMO ligase. Seulement 
quatre E3-SUMO ligases existent chez la levure : Siz1, Siz2, Mms21 (faisant parti du complexe 
Smc5/Smc6) et Cst9 (spécifique à la méiose) (271, 272). La SUMOylation peut prendre 
différentes architectures de façon similaire à l’ubiquitination (273). Par contre, la SUMOylation 
en chaîne ne mène pas à la dégradation par le protéasome mais sert de plateforme de 
signalisation (273). La SUMOylation apparaît comme une des modifications les plus importantes 
dans la DDR chez la levure. Suite au dommage à l’ADN, une cascade de SUMOylation à grande 
échelle au site de dommage prend place (274). Une des fonctions de cette vague de 
SUMOylation est de servir de « colle », permettant de renforcer les interactions existantes et de 
favoriser la formation de complexes (274). Une autre façon dont la SUMOylation joue son rôle 
est par son interaction avec l’ubiquitination. En effet, plusieurs sites de SUMOylation sont aussi 
des sites d’ubiquitination, permettant ainsi une compétition entre les deux PTMs. Aussi, 
certaines ubiquitine ligases (STUbls) ciblent les protéines SUMOylées. Celles-ci, peuvent servir à 
masquer la PTM précédente ou bien cibler les protéines SUMOylées pour la dégradation (275, 
276).  
La SUMOylation est impliquée dans la régulation des voies de réparation BER, NER, HR et 
NHEJ en plus de jouer un rôle au niveau de la régulation de la réparation post-réplication (277-
279). La SUMOylation influence le NHEJ en modifiant les protéines yKu et Lif1. Leur 
SUMOylation a par contre des effets inverses, augmentant l’affinité à l’ADN du complexe yKu 
mais réduisant celle de Lif1 (280, 281). La plupart des protéines de la HR sont SUMOylées y 
compris le complexe RPA, le complexe MRX, Rad52, Rad59, Srs2 et Sae2 (282, 283). La protéine 
Rad52 est au centre de la HR et est régulée de façon extensive par Siz2 (284). La SUMOylation 
de Rad52 par Siz2 se fait sur plusieurs résidus qui participent tous aux effets régulateurs de 
Rad52 (285). L’activité de Siz2 diminue l’affinité générale de Rad52 pour l’ADN simple brin et 
double brin (285). Elle a aussi pour effet de favoriser l’interaction de Rad52 avec Rad51, 
favorisant ainsi la recombinaison (286). Pour empêcher des évènements non-nécessaires de 
recombinaison, la SUMOylation de Rad52 est aussi importante pour déloger le complexe Rad51-
Rad52 de l’ADN (286). La modification de Rad52 est aussi la cible de STUbls permettant de 
réguler Rad52 et la recombinaison par sa dégradation par le protéasome (287). Cette 
interaction entre les deux PTMs est importante pour inhiber la localisation de Rad52 dans le 
nucléole et aux séquences répétées (288, 289). Cette exclusion nucléolaire de Rad52 permise 
par la SUMOylation est importante pour empêcher des événements erronés de recombinaison 
entre les répétitions ou dans l’ADN ribosomal. La réparation des cassures d’ADN par la 
recombinaison homologue ne se fait que dans le nucléoplasme et les cassures d’ADN dans les 
répétitions ribosomales doivent se relocaliser à la périphérie du nucléole pour être réparées 
(289, 290). 
Un autre rôle important de la SUMOylation et de son interaction avec les STUbls 
(spécifiquement Slx5-Slx8) est la localisation des DSBs non réparables à la membrane nucléaire. 
Celle-ci joue un rôle dans le choix de la voie de réparation (232). L’activité en phase S/G2 de 
mono-SUMOylation de Mms21 localise les DSBs à la membrane nucléaire (291). Cette 
localisation inhibe la HR et promeut des réarrangements chromosomiques grossiers (GCRs, voir 
section ci-dessous) (291). En opposition, la poly-SUMOylation par Mms21 et Siz2 aux sites de 
dommages recrute les STUbls et induit la localisation aux pores nucléaires et la poly-
ubiquitination des cibles des STUbls, favorisant le BIR ou la ligation d’extrémités pour réparer les 
DSBs (291). 
 
1.5.3.2. Les effecteurs de la réponse aux dommages à l’ADN 
 
Les effecteurs activés par la DDR permettent de coordonner le statut de la cellule aux 
processus de réparation. Cela comprend entre autre un contrôle transcriptionnel, une 
augmentation de la production de nucléotides, une inhibition des origines de réplication 
tardives, une localisation des dommages à l’ADN à la membrane nucléaire, la concentration des 
protéines de réparation aux sites cassure et une inhibition de la progression du cycle cellulaire 
(245, 246). Parmi les effecteurs importants se trouve Sml1 dont la phosphorylation induit sa 
dégradation (292). Sml1 est un inhibiteur de la ribonucléotide réductase et sa dégradation 
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permet l’augmentation de la production de nucléotides (293). La phosphorylation par les 
kinases Rad53 et Chk1 induit également une inhibition de la transcription des cyclines (247, 
294). Cette inhibition permet d’empêcher l’activation de Cdc28 et ainsi arrêter le cycle cellulaire 
pour procéder à la réparation (247, 294, 295). De plus, Chk1 phosphoryle la sécurine, inhibant 
l’entrée en anaphase et maintenant les chromatides sœurs à proximité par la cohésine pour 
favoriser la recombinaison homologue entre chromatides sœurs (296-299). Les mécanismes par 
lesquels la cohésine maintient les chromatides sœurs à proximité seront couverts dans la 
section suivante. 
 
1.6. La cohésion des chromatides sœurs 
 
Les chromatides sœurs sont maintenus ensemble à partir de la réplication du génome 
jusqu’à l’anaphase (300). La cohésion est importante pour la ségrégation adéquate des 
chromosomes durant la mitose (300). Le complexe responsable de la cohésion est la cohésine. 
Celle-ci joue aussi un rôle dans la compaction de l’ADN, l’organisation du génome, la formation 
de domaines associés de façon topologique (TAD), la régulation de l’expression génique et dans 
la réparation des dommages à l’ADN (300). La cohésine est un complexe faisant partie de la 
famille des complexes de maintenance structurelle (SMC). Ces complexes adoptent une 
structure en forme d’anneau et participent à l’organisation structurelle du génome (301). Cette 
famille contient le complexe de la cohésine, la condensine et le complexe Smc5-Smc6 (301). La 
condensine permet la compaction des chromosomes par la formation de boucles d’ADN (301, 
302). Le complexe Smc5-Smc6 assiste la réplication de l’ADN au niveau des fourches de 
réplication et assiste la réparation des cassures de l’ADN (301, 303). 
 
 
1.6.1. La cohésine 
 
La cohésine est un complexe composé des protéines Smc1, Smc3, Mcd1/Scc1/Rad21 et 
Scc3/Irr1 (300). Les protéines accessoires Wpl1/Rad61, Pds5, Scc2 et Scc4 régulent les fonctions 
de la cohésine (300, 304). La cohésine fonctionne en formant un anneau et en emprisonnant 
deux brins d’ADN à l’intérieur de l’anneau (300, 304-306). Pour son rôle dans la cohésion entre 
chromatides, ces deux brins sont deux chromatides sœurs tandis que pour la formation de TAD 
et pour la compaction du génome, ces deux brins sont deux régions différentes de la même 
chromatide. Un autre modèle existe où un complexe emprisonne un seul brin d’ADN et la 
cohésion est établie par l’interaction entre deux complexes cohésine (300, 304, 307).  
Les protéines Smc1 et Smc3 forment un hétérodimère en forme de « V ». Les deux 
protéines se replient sur elles-mêmes sous forme de bobine enroulée (“coiled coil domain”) et 
interagissent ensemble par un domaine charnière central (“hinge domain”) (300, 301, 304). 
Leurs domaines C-terminal et N-terminal se replient ensemble et forment des domaines 
globulaires ATPase (300, 301, 304). Les domaines ATPase des protéines Smc1 et Smc3 sont 
reliées par la protéine Mcd1 et ces interactions ferment l’anneau de la cohésine (300, 301, 304). 
La protéine Scc3 interagit avec Mcd1 et leur interaction forme une interface importante pour la 






Figure 9. –  Composition de la cohésine. 
La cohésine est composée de trois sous-unités principales qui forment un anneau pouvant 
emprisonner deux chromatides. Les protéines Smc1 et Smc3 interagissent ensemble par leur 
domaine central charnière et forment une structure de bobine enroulée qui permet de joindre 
l’extrémité C-terminale avec l’extrémité N-terminale pour former un domaine ATPase. La 
protéine Scc1/Mcd1/Rad21 interagit avec les domaines ATPase de Smc1 et Smc3, fermant 
l’anneau. La protéine Scc3/Irr1 interagit avec Scc1/Mcd1/Rad21 et participe au chargement de 
la cohésine sur l’ADN. La liaison des protéines Wpl1/Rad61 et Pds5 déstabilise l’interface Smc3-
Scc1/Mcd1/Rad21 et ouvre l’anneau, permettant la relâche des chromatides. Tiré de (304). 
 
1.6.2. L’établissement et la régulation de la cohésion 
 
Chez S. cerevisiae, la cohésine est chargée sur la chromatine en fin de phase G1, juste 
avant la réplication de l’ADN (309-312). Le complexe de chargement, constitué des protéines 
Scc2 et Scc4, interagit avec la cohésine et avec l’ADN et est responsable de charger la cohésine 
sur les chromosomes (313-315). Bien qu’il n’y ait pas de motifs d’ADN particulier établissant les 
sites de liaison de la cohésine, celle-ci est enrichie aux régions péri-centromériques et à certains 
sites riches en nucléotides AT espacés d’environ 10 kb le long des bras des chromosomes (316-
321). L’enrichissement de la cohésine est établi partiellement par les sites de chargement par 
Scc2-Scc4. En effet, les sites d’enrichissement du complexe Scc2-Scc4 chevauchent 
partiellement les sites d’enrichissement de la cohésine (315, 319). Par contre, une fois chargée, 
la cohésine peut « glisser » sur la chromatine (322, 323). Il a été montré que la transcription 
peut déplacer la cohésine ce qui explique l’enrichissement de la cohésine à des sites de 
transcription convergente (322, 324, 325). Chez l’humain, la protéine CTCF interagit avec la 
cohésine et limite le déplacement de la cohésine le long des chromosomes (317, 326). Elle 
établit aussi des limites lors de la formation de boucle génomique par la cohésine en plus 
d’établir des frontières pour la propagation de l’hétérochromatine (327-331) (Fig.10).  
Les mécanismes de chargement de la cohésine sur le chromosome impliquent 
l’ouverture de la cohésine au niveau de l’interface Smc1-Smc3 (332-335). Cette ouverture 
nécessite la liaison à l’ATP des domaines ATPase de Smc1 et Smc3 (336-339). La cohésine peut 
aussi interagir avec l’ADN de façon topologique sans emprisonner le brin d’ADN dans l’anneau 
(333) (Fig.10). 
La cohésine peut s’associer de façon réversible avec les chromosomes avant 
l’engagement de la réplication. La réversibilité de cette association est due à la déstabilisation 
de l’interface Smc3-Mcd1 par les protéines accessoires Wpl1 et Pds5 (340-346) (Fig.9). Ceci 
mène à l’ouverture de la cohésine et au relâchement de la chromatine. Ce mécanisme permet 
de réguler l’établissement de la cohésion. Lors de la réplication de l’ADN, le domaine ATPase de 
Smc3 est acétylé par l’acétyl-transférase Eco1/Ctf7 (346-350). Eco1 est retrouvé au niveau de la 
membrane nucléaire et voyage également avec la fourche de réplication (351-353). Eco1 
permet d’acétyler Smc3 sur les lysines K112 et K113 au moment de la réplication de l’ADN (354, 
355). L’acétylation de ces résidus interfère avec l’interaction entre Wpl1-Pds5 et la cohésine et 
stabilise l’interaction entre Smc3 et Mcd1, ce qui permet le maintien de la cohésion entre les 
chromatides sœurs à partir de la réplication jusqu’à l’anaphase (346-350). En effet, la délétion 
de ECO1 est non-viable, prouvant son importance dans les mécanismes d’établissement de la 
cohésion (356). Par contre, le sauvetage de ce phénotype est possible par la co-délétion de 




Durant l’anaphase, les chromatides sœurs sont relâchées de la cohésine pour permettre 
la ségrégation subséquente des chromosomes. Le relâchement ne passe ni par l’interface Smc1-
Smc3 ni par l’interface Smc3-Mcd1 mais implique le clivage de Mcd1 par la séparase (357). La 
séparase est une protéase à cystéines qui est inactivée à l’extérieur de l’anaphase par sa liaison 
avec la sécurine (357). Par contre, à l’entrée en anaphase, le complexe promoteur de l’anaphase 
(APC) est activé ce qui mène à l’ubiquitination et la dégradation de ses substrats, dont la 
sécurine (358). En présence de dommages à l’ADN, la sécurine est phosphorylée par Cdk1 ce qui 
la stabilise et empêche sa dégradation (296). La dégradation de la sécurine permet à la séparase 
de cliver Mcd1 et, par conséquent, le relâchement des chromatides sœurs. La kinase Cdc5, 
essentielle à la progression de l’anaphase, phosphoryle Mcd1 ce qui favorise son clivage par la 
séparase (359). Suite au clivage de Mcd1, Smc3 est déacétylé par la déacétylase Hos1 pour 
permettre le recyclage de l’hétérodimère Smc1-Smc3 pour le prochain cycle cellulaire (360). De 
plus, l’expression de Mcd1 est régulée en fonction du cycle cellulaire et atteint son maximum 




Figure 10. –  L’établissement de la cohésion. 
La production en phase S de la sous-unité Scc1/Mcd1/Rad21 permet l’assemblage de la 
cohésine. Celle-ci peut être chargée sur un chromosome en G1 par le complexe de chargement 
Scc2-Scc4, aidé par la sous-unité Scc3/Irr1 (carré vert). La liaison à l’ATP par Smc3 et Smc1 
permet l’ouverture du domaine charnière et l’emprisonnement du chromosome au centre de 
l’anneau de la cohésine. L’interaction de Wpl1/Rad61 avec la cohésine, aidé par Pds5 (en gris) 
déstabilise l’interface Smc3-Scc1/Mcd1/Rad21, ce qui relâche le chromosome de la cohésine. 
Durant la réplication du génome, l’acétylation de Smc3 par Eco1 permet de stabiliser 
l’interaction entre Smc3 et Scc1/Mcd1/Rad21 et d’empêcher la déstabilisation par Wpl1/Rad61-
Pds5. La cohésion est maintenue jusqu’à l’anaphase, où la Séparase entraîne le relâchement des 
chromatides sœurs de la cohésion par le clivage de Scc1/MCd1/Rad21. La désacétylation de 




1.6.3. La cohésine comme régulateur transcriptionnel 
 
Plusieurs évidences suggèrent un rôle de régulateur de l’expression génique pour la 
cohésine, indépendamment de la cohésion des chromatides sœurs. Premièrement, chez 
l’humain, elle interagit avec CTCF et l’assiste dans l’isolation et la régulation transcriptionnelle 
(327, 363). De plus, elle est impliquée dans la régulation de l’expression de gènes spécifiques 
aux tissus indépendamment de CTCF (364). De façon surprenante, l’impact de la cohésine sur la 
transcription n’est pas restreint à la phase S, mais peut avoir lieu même en phase G1 chez 
l’humain et la drosophile (327, 365).  
Chez S. cerevisiae, la cohésine influence aussi l’expression génique. Elle est impliquée 
dans des interactions de longue distance pour activer la transcription et dans l’établissement de 
frontière à la propagation de l’hétérochromatine par le complexe SIR au niveau du site HMR 
(366). La cohésine est aussi retrouvée au niveau d’une région non transcrite des répétitions 
ribosomales et au niveau des sous-télomères (367-369). Ces régions étant aussi sous l’effet 
d’une répression transcriptionnelle par le complexe SIR, il est possible que la cohésine y joue 
aussi un rôle d’établissement de frontière pour limiter la propagation de l’hétérochromatine. De 
plus, l’utilisation du mutant scc1-73, qui ne peut plus interagir avec Smc1-Smc3, mène à la 
dérégulation de l’expression d’environ 15% des gènes et à l’altération de l’occupation des 
histones à ces sites (370). Il est à noter que les régions sous-télomériques sont particulièrement 
sensibles aux effets de ce mutant (370). Finalement, l’inactivation du complexe de chargement 
Scc2-Scc4 par les mutant scc2-4 ou scc4-4 mène à des changements transcriptionnels similaires 
(371). 
 
1.7. Les réarrangements chromosomiques grossiers (GCRs) 
 
Des défauts dans la régulation de la cohésion durant la réplication du génome et durant 
l’anaphase peuvent mener à des bris de chromosomes et induire une instabilité génomique. De 
plus, la recombinaison homologue nécessite le maintien de la cohésion entre chromatides 
sœurs et une anomalie dans ce processus peut entraîner des évènements de recombinaison 
inadéquats. Cette section couvre les réparations inadéquates des cassures d’ADN, et 
notamment le rôle de la télomérase dans la réparation de cassures dans l’ADN.  
Lorsque des DSBs ne peuvent être réparés ou sont mal réparés, cela peut mener à la 
sénescence, l’apoptose ou à de l’instabilité génomique dû à des réarrangements 
chromosomiques grossiers (GCRs). Ceux-ci peuvent être sous forme de délétions, de 
translocations chromosomiques, de fusion inter-chromosomiques, d’inversions/duplications ou 
d’ajout d’un télomère au DSB (372). Ces réarrangements modifient de façon majeure le 
génome. Une inversion ou duplication peut changer le nombre de copie de gènes (372). Une 
translocation réciproque peut altérer l’expression des gènes en changeant leur contexte 
chromosomique et mener à des fusions de gènes (372). La fusion entre deux chromosomes 
entraîne la formation d’un chromosome avec deux centrosomes. Ceux-ci vont se briser durant la 
ségrégation des chromosomes et induire une nouvelle cassure sujette à plus de GCR (372). Une 
translocation non-réciproque ou l’ajout de novo d’un télomère induit la perte des gènes situés 
sur la partie du chromosome n’ayant pas de centrosome (372). Si ceux-ci sont essentiels, cela 
induira la mort cellulaire. Les translocations et fusions sont le produit d’une réparation erronée 
par les voies de réparation par ligation des extrémités (373). Ces voies de réparation peuvent 
aussi mener à des inversions et duplications (373). L’ajout d’un télomère au site de cassure, 
quant à lui, nécessite le recrutement de la télomérase à cette cassure et constitue le 




Figure 11. –  Voies influençant la génération de réarrangements chromosomiques grossiers (GCR). 
Plusieurs phénomènes peuvent mener à la formation de dommages à l’ADN. Le 
raccourcissement des télomères menant à leur détection comme un dommage, les erreurs de 
réplication, le stress oxydatif et le mauvais assemblage de la chromatine en sont des exemples. 
Les dommages à l’ADN entraînent un arrêt du cycle cellulaire pour permettre leur réparation. 
Dans le cas de leur réparation adéquate, l’intégrité génomique est préservée. Sinon, les 
dommages à l’ADN peuvent mener à la mort cellulaire ou être réparés de façon inadéquate. Ces 
réparations sont nommées réarrangements chromosomiques grossiers (GCR). Les GCRs peuvent 
être de plusieurs types dépendamment de la voie de réparation utilisée. La mauvaise utilisation 
de voies de réparation par recombinaison peut mener à des délétions, des duplications et des 
translocations. La mauvaise utilisation des voies de réparation par ligation des extrémités non-
homologues peut mener à des délétions, des translocations non-réciproques et des fusions 
entre chromosomes. Dernièrement, la télomérase peut procéder à la réparation si elle est 
recrutée au dommage menant à l’ajout de novo d’un télomère. Tiré de (373). 
1.7.1. Les méthodes pour étudier l’ajout de novo de télomère  
  
Les GCRs sont des événements rares et spontanés, dont la fréquence est de l’ordre de 
10-10 (374). Il est donc difficile d’étudier les processus régulant ces événements. La méthode la 
plus utilisée à cette fin est l’essai de GCR (374, 375). Brièvement, le gène de sélection URA3, qui 
rend les levures sensibles à l'inhibition par l’acide 5-fluoroorotique (5-FOA), est introduit sur le 
bras gauche du chromosome V. Sur ce même bras, le gène CAN1, qui rend les levures sensibles 
à la canavanine (un analogue toxique de l’arginine) est aussi présent. L’ajout de ces deux 
composés permet de sélectionner les levures ayant perdu ces deux gènes. La mutation 
simultanée des deux gènes étant statistiquement très faible, seules les levures ayant procédé à 
un réarrangement menant à la perte du bras de chromosome pourront survivre la sélection. 
Pour se faire, une cassure d’ADN double brin doit avoir lieu dans une fenêtre de 12kb entre le 
dernier gène essentiel (PCM1) et le premier gène de sélection (CAN1). Grâce à cette méthode, il 
est possible d’étudier l’effet de délétions sur le taux de GCR et en tirer des conclusions. De plus, 
il existe plusieurs dérivés de cette technique où différents éléments de la région de GCR sont 
modifiés (376). Ces dérivés sont utilisés pour tester l’impact de la présence de structures telles 
des G-quadruplexes, la présence de séquences tels des répétitions de triplets ou la présence de 
processus tels la transcription active ou l’hétérochromatinisation (376). Finalement, la 
caractérisation des sites de réarrangements permet d’identifier le type de GCR ainsi que la 
position et la séquence environnante du GCR (377, 378) (Fig.12). 
Une autre méthode utilisée pour étudier l’ajout de novo de télomère est l’induction 
d’une cassure double brin par l’introduction d’un site de restriction unique dans le génome, et 
le suivi de ce site par immunobuvardage de type Southern (379, 380). Des enzymes de 
restriction telles que HO ou Sce1, qui coupent à des sites peu communs, sont souvent utilisées. 
Cette méthode permet d’étudier, comme l’essai GCR, l’effet de délétions sur l’ajout de 
télomère, mais aussi la dynamique de celle-ci. Elle permet aussi un contrôle précis des 
séquences environnantes pour étudier comment celles-ci influencent le recrutement de la 





Figure 12. –  Schématisation de l’essai GCR chez la levure. 
Deux gènes, CAN1 et URA3, sont présents dans le bras gauche du chromosome 5 et permettent 
d’effectuer une sélection négative. Les levures possédant ces deux gènes seront sensibles à la 
canavanine ainsi qu’au 5-FOA. Pour développer une résistance à ces deux composés, les cellules 
doivent se débarrasser de ces deux gènes. Pour se faire, un DSB doit être réparé par GCR entre 
la fin du premier gène essentiel, PCM1, et la fin du premier gène de sélection, CAN1. Tiré de 
(380). 
 
1.7.2. La régulation de l’ajout de novo de télomère 
 
Considérant les risques liés à l’ajout d’un télomère à un DSB, plusieurs voies existent 
pour empêcher ce phénomène. Par l’essai GCR, l’effet de la délétion de plusieurs gènes a pu 
être testé pour identifier les voies réprimant l’ajout de novo d’un télomère. Plus de 200 gènes 
ont été identifiés et sont regroupés dans les fonctions suivantes : la réplication de l’ADN, la 
réparation des dommages à l’ADN, la réponse aux dommages à l’ADN, la maintenance des 
télomères, la réponse au stress oxydatif, le contrôle du cycle cellulaire, la SUMOylation, les 
pores nucléaires et l’assemblage de la chromatine (372). On voit ainsi que l’augmentation du 
nombre de dommages à l’ADN ainsi que des entraves dans les voies de réparation classiques 
augmente le nombre de GCRs. Plusieurs régulateurs spécifiques de l’ajout de novo de télomère 
existent. Parmi eux se trouve l’hélicase Pif1, la localisation des dommages à l’ADN aux pores 
nucléaires, la SUMOylation, la phosphorylation de Cdc13 par Mec1, la régulation de l’activité de 
la télomérase par le cycle cellulaire et la compétition avec la machinerie de recombinaison 
homologue (Fig.11). 
Pif1 est une hélicase impliquée dans l’inhibition de la télomérase aux télomères et aux 
DSBs (381, 382). Grâce à son activité hélicase, elle peut dissocier la télomérase de son substrat 
et donc empêcher son action. Son impact est visible par l’effet du mutant pif1-m2, qui 
n’exprime que l’isoforme mitochondrial de Pif1, ou la délétion de PIF1, qui résulte en une 
augmentation de 250 à 1000X plus d’événements de GCR (383). Cette augmentation est 
essentiellement due à l’ajout de novo de télomère car la délétion de sous-unités de la 
télomérase supprime l’effet de la mutation de pif1 (383). 
Comme expliqué à la section 1.5.3.1., les DSBs persistantes montrent une localisation 
préférentielle aux pores nucléaires ou à la membrane nucléaire dépendamment des voies de 
réparation favorisées; la localisation aux pores nucléaires étant défavorable aux GCRs. Cette 
localisation dépend de la SUMOylation des DSBs par Mms21 et Siz2, et de l’interaction avec 
Slx5-Slx8. Cette régulation est donc importante pour inhiber l’ajout de novo de télomère. En 
effet, les délétions de SLX5 ou de SLX8 entraînent une augmentation des événements de GCR 
d’environ 70X et les délétions de certaines protéines des pores nucléaires entraînent quant à 
elles une augmentation de 10 à 50X (384). L’importance des SUMO ligases est démontrée par 
l’augmentation de plus de 80X des événements de GCR par la mutation de mms21, la SUMO 
ligase du complexe Smc5-Smc6, ou la délétion des autres gènes de ce complexe. Les autres 
SUMO ligases, Siz1 et Siz2, montrent peu ou pas d’effet sur la formation de GCR. La délétion de 
SIZ1 montrant une augmentation de seulement 3X (384).  
Comme mentionné plus haut, Cdc13 est important pour le recrutement de la télomérase 
aux télomères. La mutation cdc13-2, une mutation empêchant son interaction avec la 
télomérase, supprime l’effet de la mutation de pif1 sur le nombre de GCRs détectés (58, 383, 
384). Cdc13 joue donc un rôle central dans le recrutement de la télomérase aux sites de 
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dommages à l’ADN (380). Par contre, l’association de Cdc13 aux DSBs est inhibée par sa 
phosphorylation par la kinase Mec1 (380). Le recrutement artificiel et forcé de Cdc13 à un DSB 
augmente le taux de GCR et rends l’ajout de novo de télomère insensible à la phosphorylation 
par Mec1, supportant ainsi le rôle de Mec1 dans le contrôle de l’association de Cdc13 aux 
DSBs(380). Mec1 joue aussi un rôle dans l’activation de Pif1:un mutant de pif1 incapable d’être 
phosphorylé par Mec1 montre ainsi un taux de GCR similaire à la délétion de PIF1 (385). 
Un autre mécanisme d’inhibition de l’ajout de novo de télomère est la restriction de 
l’activité de la télomérase en phase S. En effet, si un DSB se produit en G1, le cycle cellulaire 
sera arrêté pour permettre la réparation, empêchant ainsi l’interférence de la télomérase dans 
ces processus. Par contre, lorsque les DSBs se produisent en phase S/G2, d’autres mécanismes 
existent pour inhiber l’ajout de novo de télomère. La machinerie de HR, étant le mode privilégié 
en phase S pour la réparation des DSBs, joue un rôle important dans l’inhibition des GCRs par la 
compétition pour le substrat. L’effet de la machinerie de HR sur les GCRs est par contre difficile 
à cerner. Est-ce seulement par compétition ou certaines protéines jouent un rôle 
supplémentaire? Par exemple, le nombre de GCR augmente de 100X dans des cellules délétées 
de RAD52, alors que la délétion de RAD51 montre un effet modéré (augmentation de 10X 
seulement) (374, 384). Rad52 et Rad51 sont les deux protéines centrales au HR et donc on 
s’attendait à un effet similaire. La différence observée pourrait être expliqué par la 
compensation de la sous-voie d'hybridation simple brin (SSA) suite à la délétion de RAD51. Une 
autre possibilité serait que Rad52 joue un rôle supplémentaire dans l’inhibition des GCRs ou 
bien que Rad51, en plus d’être nécessaire pour la HR, est aussi nécessaire à l’ajout de novo de 
télomère. 
 
1.7.3. Les sites préférentiels pour l’ajout de novo de télomère 
 
Un focus important de l’étude de l’addition de novo de télomère est la caractérisation 
des séquences génomiques rendant un DSB propice à servir de substrat à la télomérase. 
L’induction par l’enzyme de restriction HO d’un DSB et l’étude de l’impact de la présence de 
séquences télomériques au site de cassure a démontré une préférence pour les extrémités 
riches en TG (386, 387). La caractérisation des sites d’ajout de novo de télomère par l’essai GCR 
a aussi confirmé une préférence pour les sites ayant 3-6 pb de TG (378). De plus, la 
caractérisation des séquences proches des sites de cassures induites par une enzyme de 
restriction a aussi montré que la présence d’une séquence riche en nucléotides TG d’environ 35 
pb dans les 50 kb proches de la cassure aidait au recrutement de la télomérase (388, 389). Ces 
données pointent vers un modèle en deux parties où la présence de nucléotides TG est 
nécessaire pour l’hybridation de la télomérase et la présence d’une séquence riche en 
nucléotides TG en amont de la cassure facilite la liaison de facteurs de recrutement, tel que la 
protéine télomérique Cdc13 possédant une affinité pour les séquences riches en nucléotides TG 
(386, 388). Par contre, contrairement aux études effectuées avec l’endonucléase HO, l’analyse 
des évènements d’ajout de télomère de novo avec l’essai GCR n’a pas démontré la présence de 
région riche en nucléotides TG en amont du site d’addition d’un télomère, démontrant l’utilité 
d’une seule courte amorce de 3-6 pb pour le recrutement de la télomérase (378). Cependant, la 
séquence minimale permettant le recrutement de Cdc13, qui est important pour le recrutement 
de la télomérase, est de 11 nt, donc 6 nt seraient insuffisants pour cette protéine (390). 
D’autres facteurs doivent donc contribuer au recrutement de Cdc13.  
Au-delà d’une taille minimum, le nombre de nucléotides TG au site de cassure influence 
aussi le recrutement de la télomérase. Une séquence de 80 nucléotides riche en TG au site 
d’une cassure induite par une enzyme de restriction est suffisante pour permettre la 
reconnaissance de ce site comme un télomère et non comme une cassure d’ADN. Toute 
inhibition du recrutement de la télomérase par les voies de réponses aux dommages à l’ADN est 
donc évitée et la régulation du recrutement de la télomérase se passe comme à un télomère 
(26, 379, 391). L’étude de l’impact du nombre de nucléotides TG au site de cassure a montré 
que l’augmentation de la longueur de la séquence riche en TG augmente l’affinité de la 
télomérase pour ces sites dans des cellules délétées de l’hélicase PIF1. Ceci renforce la notion 




1.8. La modulation du métabolisme cellulaire en réponse au 
stress comme source de stress génomique 
 
Les dommages à l’ADN sont dangereux et représentent un risque pour la survie de la 
cellule si ceux-ci ne sont pas réparés ou mal réparés. Parmi les sources de dommages à l’ADN, 
on retrouve notamment le stress environnemental et le métabolisme. Les organismes 
unicellulaires sont plus sensibles à ces sources et ont besoin de mécanismes d’adaptation du 
métabolisme plus efficaces que les organismes multicellulaires. En effet, lorsqu’un changement 
environnemental se présente, un organisme multicellulaire peut répondre à ce changement en 
se déplaçant vers un environnement plus adapté alors que les organismes unicellulaires doivent 
ajuster leur métabolisme pour survivre au nouvel environnement. On peut alors remarquer que 
l’adaptabilité cellulaire et biochimique chez les vertébrés est inférieure aux capacités 
d’adaptation des invertébrés, plantes, bactéries et archéobactéries (392). Ces changements 
environnementaux nécessitant une adaptabilité comprennent la diminution de la quantité de 
nutriments disponibles, l’exposition à des substances toxiques, l’augmentation ou la diminution 
de la température, de l’osmolarité ou du pH. Cette adaptabilité est visible chez Saccharomyces 
cerevisiae dans la régulation de l’utilisation des sources de carbones comme source d’énergie. 
La levure préfère les monosaccharides fermentables tels que le glucose et le fructose comme 
source d’énergie car ceux-ci peuvent entrer directement dans la glycolyse. En présence de 
glucose, la levure va donc inhiber l’utilisation de di- ou de polysaccharides comme le galactose, 
le sucrose ou le maltose. Elle va aussi inhiber l’utilisation des sources de carbone plus pauvres 
comme l’acétate, l’éthanol, le glycérol et l’oléate (393, 394). Lorsque le glucose commence à 
manquer, la levure doit utiliser ces sources alternatives d’énergie. Par contre, elle va générer 
plus de molécules oxydantes et donc augmenter le stress oxydatif qui risque de menacer 
l’intégrité du génome. 
 
 
Figure 13. –  La transition diauxique. 
En phase de croissance exponentielle, les levures utilisent la fermentation du glucose comme 
source d’énergie et produisent de l’éthanol comme produit secondaire. Lorsque la 
concentration en glucose diminue sous une valeur critique, la croissance de la culture diminue 
pour permettre une reprogrammation du métabolisme et utiliser l’éthanol comme substrat 
pour la respiration oxydative. S’en suit une période de croissance lente jusqu’à l’épuisement de 
l’éthanol et l’entrée des cellules en quiescence durant la phase stationnaire de croissance. Tiré 
de (395). 
 
1.8.1. La transition diauxique 
 
Saccharomyces cerevisiae préfère la fermentation à la respiration cellulaire comme voie 
métabolique énergétique. La fermentation, bien qu’elle génère moins d’ATP par molécule de 
glucose, est plus rapide et donc est privilégiée (396). La fermentation du glucose entraîne la 
formation d’éthanol en produit secondaire. Cela permet à la levure d’utiliser celui-ci comme 
source d’énergie lorsque le glucose commence à manquer. Ce changement de la fermentation 
du glucose à l’utilisation aérobique des molécules non-fermentables comme l’éthanol permet 
une utilisation totale du carbone et est nommé la transition diauxique (396). En culture, la 
transition diauxique prend place lorsque la concentration du glucose descend sous 0,2% (397). 
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Les levures arrêtent alors de proliférer pour quelques heures, ce qui permet une altération 
majeure de leur programme transcriptionnel permettant l’adaptation à la respiration oxydative. 
L’altération de la transcription touche plus de 1700 gènes et vise les réseaux métaboliques et 
l’adaptation au stress oxydatif créé par la respiration oxydative (398). En effet, environ 2% de 
l’oxygène utilisé par le métabolisme subira une réduction incomplète et entraînera la création 
de peroxyde d’hydrogène ou de radicaux hydroxyl réactifs (399). La cellule doit donc 
contrebalancer cette augmentation du stress oxydatif pour protéger son génome. Cette 
production vient en partie de la synthèse de molécules antioxydantes et d’enzymes comme les 
superoxydes dismutases, les catalases et peroxydases (400). Après la transition diauxique, la 
culture continue à proliférer, quoique deux à trois fois moins rapidement jusqu’à épuisement 
total des sources de carbone (397). Les levures entrent alors en phase stationnaire où elles sont 
hautement résistantes au stress et au manque de nutriments (Fig.13). 
 
1.8.2. La régulation transcriptionnelle du métabolisme énergétique en 
fonction de la présence de glucose 
 
En phase de croissance logarithmique et en l’absence de stress, plusieurs voies 
s’assurent d’une utilisation optimale de l’énergie et du métabolisme. Le réseau de signalisation 
de la protéine kinase A (PKA) dépendante de l’AMP cyclique (cAMP) et la signalisation par Torc1 
inhibent la réponse aux stress et la gluconéogenèse et favorisent la glycolyse, la synthèse 
protéique, la prolifération et la croissance (401, 402).  
La présence de glucose dans le milieu inhibe la transcription de plusieurs gènes 
notamment les gènes impliqués dans la respiration oxydative, la gluconéogenèse et le cycle du 
glyoxylate (396). Les gènes impliqués dans l’import et la métabolisation des sources alternatives 
de carbone sont aussi réprimés ainsi qu’une grande famille de gènes impliquée dans la réponse 
au stress (396). Le contrôle transcriptionnel par le glucose se fait principalement par 
l’intermédiaire du complexe répresseur Mig1 et de la kinase Snf1 (396). Mig1 est une protéine 
liant l’ADN et recrute le complexe inhibiteur de la transcription Ssn6-Tup1 (403). La régulation 
de la liaison de Mig1 à ses cibles se fait en contrôlant sa localisation cellulaire (404). En effet, 
lorsque la concentration de glucose est suffisante, Mig1 est localisée au noyau où elle est libre 
d’effectuer sa fonction. Par contre, en l’absence de glucose, la kinase Snf1 phosphoryle Mig1 
induisant sa relocalisation au cytoplasme. Snf1 est en complexe avec Sip1, Sip3, Gal83 et Snf4 
(405). Les protéines Sip1, Sip3 et Gal83 jouent un rôle structural permettant l’interaction avec 
Snf4, qui régule l’activité kinase de Snf1 (405). En présence de glucose, le domaine régulateur de 
Snf1 s’associe avec son domaine kinase ce qui mène à son auto-inhibition (406). En l’absence de 
glucose, le domaine activateur de Snf4 interagit avec le domaine régulateur de Snf1 libérant 
ainsi le domaine kinase de Snf1 qui, par la phosphorylation de Mig1, entraîne sa relocalisation 
au cytoplasme (405).  
D’autres systèmes de contrôle de la transcription existent en réponse au manque de 
glucose. En effet, plus de 30 gènes jouant un rôle dans l’utilisation de l’éthanol, la 
gluconéogenèse et le cycle du glyoxylate sont sous le contrôle de l’activateur Cat8 durant la 
transition diauxique(407). Le complexe activateur Hap1 est nécessaire pour la transcription de 
plusieurs gènes impliqués dans le cycle de Krebs et dans la chaîne de transport des électrons 
(408). Aussi, plusieurs gènes montrent une expression régulée durant la transition diauxique 
dépendante des facteurs de transcription impliqués dans la réponse au stress environnemental 
(ESR), Msn2 et Msn4 (409).  
 
1.8.3. La transition diauxique et les télomères 
 
Peu de choses sont connues sur les télomères en phase stationnaire et durant la 
transition diauxique. En phase de croissance exponentielle, les télomères se regroupent en 5 à 6 
foci périnucléaires (141, 410). Cette localisation aide au contrôle de l’activité de la télomérase, à 
la répression de la transcription télomérique et à la répression de la recombinaison aux 
télomères (141, 154, 410, 411). Par contre, Guidi et al., ont démontré que lors de l’épuisement 
du glucose, la localisation des télomères change (412). En effet, les télomères vont se 
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rassembler en un seul large focus et se relocaliser au centre du nucléoplasme (412). Ce 
changement phénotypique est dépendant de Sir3 mais indépendant de son activité de 
répression transcriptionnelle et est lié à une augmentation du potentiel de survie des cellules 
(412). De plus, la formation d’un focus unique est dépendante de l’augmentation du stress 
oxydatif par l’établissement d’un métabolisme respiratoire (412). Le retrait du glucose d’une 
culture en phase exponentielle n’induit pas de changement phénotypique, prouvant la nécessité 
du changement de métabolisme. Par contre, l’augmentation du stress oxydatif en phase 
exponentielle de croissance contourne cette nécessité (412). Une autre étude chez S. pombe par 
Maestroni et al., a montré l’augmentation de l’expression de TERRA, de la formation de boucles 
R (R-loops) et de la recombinaison des séquences sous-télomériques des télomères courts chez 
les cellules en phase stationnaire, confirmant l’impact de la phase post-diauxique sur les 
télomères (413). Cependant, ce n’est pas clair si un tel phénomène est observé chez la levure S. 
cerevisiae. 
 
1.9. Problématique, Hypothèses et Objectifs 
 
Les résultats présentés dans cette thèse traitent de la localisation et de l’expression des 
ARN non-codants liés aux télomères, l’ARN TLC1 et TERRA. La télomérase  est régulée de façon à 
restreindre son activité aux télomères. Un défaut dans sa régulation peut mener à des 
problèmes de maintien des télomères, mais aussi à la  reconnaissance d’une cassure d’ADN 
comme un substrat pour l’ajout de novo de télomère, ce qui favorise la perte d’information 
génétique et l’instabilité génomique. Les mécanismes cellulaires inhibant l’ajout de novo de 
télomères sont cependant encore peu caractérisés. 
Notre laboratoire avait précédemment étudié le trafic nucléo-cytoplasmique de l’ARN 
TLC1 et son implication dans la biogénèse du complexe télomérase et sa localisation aux 
télomères. Durant ces travaux, nous avions observé que l’ARN TLC1 s’accumule dans le nucléole 
en phase G2/M du cycle cellulaire, alors qu’il est majoritairement nucléoplasmique en G1/S. 
Nous avons émis l’hypothèse que le trafic de l’ARN TLC1 pourrait être impliqué dans la 
suppression des événements d’ajout de novo de télomères aux cassures d’ADN double brin. En 
effet, l’exclusion nucléolaire des voies de réparations des cassures d’ADN et l’accumulation 
nucléolaire en G2/M de l’ARN TLC1 permettrait une séparation physique entre la télomérase et 
les sites de réparation de cassure à l’ADN. 
Dans ce contexte, les objectifs de cette partie de la thèse étaient : 
- D’étudier le trafic de l’ARN TLC1 durant le cycle cellulaire ainsi que les facteurs régulant 
ce trafic. 
- D’étudier le lien entre la régulation du trafic nucléaire de l’ARN TLC1 et la suppression 
des évènements d’ajout de novo de télomère. 
- De développer une approche génomique globale pour identifier et caractériser les 
évènements d’addition de novo de télomère par séquençage à haut-débit. 
 
Pour la deuxième partie de cette thèse, nous nous sommes intéressé à l’ARN non-codant 
télomérique TERRA, qui est impliqué dans la régulation de la télomérase et permet la 
concentration et le recrutement préférentiel de la télomérase aux télomères courts. 
L’expression de TERRA est intimement lié à sa fonction et son étude permet de mieux 
comprendre les processus liant l’état des télomères et l’activité  de la télomérase.  
Les travaux de notre laboratoire et d’autres groupes ont montré que l’expression de 
l’ARN TERRA, bien que  contrôlée aux niveaux transcriptionnel et post-transcriptionnel, est 
induite aux télomères courts. Cependant, les mécanismes impliqués dans la régulation de 
l’expression de TERRA ne sont pas encore bien caractérisés. Ainsi, lors d’étude par microscopie, 
nous avions observé une perte de cohésion prématurée en phase S au niveau des télomères 
exprimant TERRA. Étant donné l’impact de l’ancrage des télomères à la membrane nucléaire et 
l’agrégation des télomères sur la répression de la transcription sous-télomérique, nous 
proposons que l’organisation structurelle et la localisation de télomères pourrait réguler 
l’expression de TERRA.  
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De plus, des études récentes ont montré que l’expression de TERRA est aussi régulée de 
façon indépendante de la longueur des télomères en réponse à différents stress, notamment au 
stress oxydatif. Durant nos travaux, nous avons observé par microscopie une augmentation de 
l’expression de TERRA dans les levures approchant la quiescence, en fin de culture. Étant donné 
que la réponse au stress environnemental chez les levures implique un ajustement majeur du 
programme transcriptionnel, nous avons émis l’hypothèse que l’expression de TERRA pourrait 
être régulée suite à une augmentation du stress oxydatif, notamment lors de l’ajustement du 
métabolisme cellulaire durant la transition diauxique. Les objectifs de cette partie de la thèse 
sont: 
- D’étudier comment le complexe de la cohésine et la cohésion aux télomères régule 
l’expression de TERRA et comment le raccourcissement des télomères influence cette 
régulation. 
- De déterminer l’impact  du changement de métabolisme durant la transition diauxique 
sur la régulation de l’expression et la localisation de TERRA.  
 
Dans son ensemble, cette thèse explore la régulation de l’activité de la télomérase par 
différents stress cellulaires, notamment par leurs effets sur la localisation de l’ARN TLC1 et sur 
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2.1. Mise en contexte 
 
Cet article a pour but d’étudier le trafic intranucléaire de l’ARN de la télomérase en 
fonction du cycle cellulaire avec une approche d'hybridation in situ en fluorescence (RNA FISH) 
(179) (annexe 2). Nous avions précédemment observé que ce trafic était affecté par la présence 
de cassures dans l’ADN. Comme la télomérase est connue pour pouvoir interférer avec la 
machinerie de réparation et être recrutée à une cassure d’ADN double brin pour favoriser 
l’ajout de novo de télomère, nous avons exploré le rôle de ce trafic dans le contrôle du 
recrutement de la télomérase aux cassures d'ADN. Dans cet article nous montrons comment la 
localisation de la télomérase au nucléole en phase G2/M permet de contrôler l'accès aux 
cassures dans l’ADN. Aussi, nous démontrons comment des protéines de la recombinaison 
homologue (Rad51 et Rad52) et la SUMOylation contrôlent ce trafic de la télomérase en 
présence de cassures dans l’ADN. Finalement, pour étudier l’impact de ce trafic sur l’ajout de 
novo de télomère, nous avons développé une nouvelle technique en utilisant le séquençage 
Illumina pour identifier les évènements d’ajout de télomères dans le génome. Cette technique 
prometteuse permettra de mieux caractériser les évènements d’ajout de novo de télomères à 
l’échelle du génome entier et sans biais de sélection. 
 
2.2. Contribution des auteurs 
 
La conception et le design des expériences ont été effectués par Pascal Chartrand, 
Faissal Ouenzar (pour la partie de la microscopie) et moi-même (pour la partie des ajouts de 
novo de télomère). Franck Gallardo est à l’origine du projet. Faissal Ouenzar a effectué la 
majeure partie des expériences de microscopie. Geneviève Morin et moi-même y avons aussi 
participé. Samuel T-Belzile a aidé au design de l’approche bioinformatique. Hadrien Laprade a 
effectué les expériences de facs et de résection. J’ai effectué les expériences de GCR, d’essai de 
sensibilité à la bléomycine et du développement de la détection des évènements d’ajout de 
novo de télomère par séquençage Illumina. 
 
2.3. Texte de l’article 
2.3.1. Abstract 
 
Telomerase can generate a novel telomere at DNA double-strand breaks (DSBs), an 
event called de novo telomere addition. How this activity is suppressed remains unclear. 
Combining single-molecule imaging and deep sequencing, we show that the budding yeast 
telomerase RNA (TLC1 RNA) is spatially segregated to the nucleolus and excluded from sites of 
DNA repair in a cell cycle–dependent manner. Although TLC1 RNA accumulates in the 
nucleoplasm in G1/S, Pif1 activity promotes TLC1 RNA localization in the nucleolus in G2/M. In 
the presence of DSBs, TLC1 RNA remains nucleolar in most G2/M cells but accumulates in the 
nucleoplasm and colocalizes with DSBs in rad52Δ cells, leading to de novo telomere additions. 
Nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA depends on Cdc13 localization at DSBs and on the 
SUMO ligase Siz1, which is required for de novo telomere addition in rad52Δ cells. This study 
reveals novel roles for Pif1, Rad52, and Siz1-dependent sumoylation in the spatial exclusion of 




DNA double-strand breaks (DSBs) are one of the most cytotoxic forms of DNA damage, 
and their repair is critical for maintenance of genome integrity and cell survival. Classically, two 
pathways of DSB repair have been defined: nonhomologous end joining (NHEJ) and homologous 
recombination (HR). NHEJ, which occurs preferentially in G1, directly rejoins the DNA ends and 
often results in loss of genetic information at the break site (414, 415). HR, which occurs during 
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S and G2 phase, requires an homologous template for repair and generally preserves genetic 
information at the break site (414, 416). The choice of DSB repair by the HR or NHEJ pathway is 
dictated in part by the presence or absence of 5′-to-3′ resection, which generates 3′ single-
stranded DNA (ssDNA) tails at the DSB ends and commits DSB repair to HR. 
In addition to HR and NHEJ, DSBs can be repaired by the action of telomerase at the 
break site, a phenomenon referred to as telomere healing or de novo telomere addition, which 
often leads to gross chromosomal rearrangements (GCRs)(373, 386). Telomere healing has been 
particularly well studied in the budding yeast Saccharomyces cerevisiae. In yeast, telomerase is 
composed of an RNA moiety called TLC1, which contains the template sequence and acts as 
scaffold on which the catalytic reverse transcription Est2 and associated proteins (Est1, Est3, 
and yyKu70/80) bind (79, 86, 417). Recruitment of telomerase to telomeres during S phase 
depends on the interaction between Est1 and the telomeric DNA single-strand binding protein 
Cdc13 (59, 418, 419). 
Telomere healing events in yeast are suppressed by numerous mechanisms. One 
includes the 5′–3′ DNA helicase Pif1 that acts as a potent inhibitor of telomere addition at 
telomeres and DSBs (381, 382). Pif1-deficient cells have overelongated telomeres and a rate of 
telomere healing that is dramatically increased compared with WT cells (383). Pif1 is 
phosphorylated upon DNA damage in a Mec1-dependent manner, and a phosphorylation-
defective mutant of Pif1 (pif1-4A) displays an increased propensity to add telomeric repeats on 
an HO endonuclease–induced DSB (385). In addition to Pif1, the Mec1 kinase phosphorylates 
Cdc13 on its S306 residue, a phosphorylation event suggested to suppress Cdc13 recruitment to 
DSB ends that have little or no telomere-like sequences (380). However, recent evidence shows 
that these mechanisms are not sufficient to repress all Cdc13 and telomerase recruitment 
events at DSBs because Cdc13 and telomerase subunits can be detected at a DSB by chromatin 
immunoprecipitation, even if no telomere is added to the break (138, 232, 420, 421). 
These results suggest a competition between de novo telomere addition and other 
repair pathways. Indeed, decreased resection by simultaneous deletion of SGS1 and EXO1 
partially affects HR and increases de novo telomere formation via the recruitment of Cdc13 to 
the break site (420, 422), suggesting that Cdc13 binding to DSB might be a limiting factor for 
telomere addition. In agreement with this, artificial binding of Cdc13 or Est1 subunit to an HO-
induced DSB increases the repair of DSB by telomerase (418). Another factor involved in HR that 
affects de novo telomere addition is Rad52, although its role in this process is controversial. 
Indeed, deletion of RAD52 does not increase spontaneous telomere addition at HO-induced or 
spontaneous DSB in yeast (383, 386, 388). However, deletion of RAD52 increases the frequency 
of telomere addition in subtelomeric regions (423). Furthermore, the deletion of RAD52 acts 
synergistically with the pif1-m2 mutation, an allele that reduces the nuclear activity of Pif1, to 
increase de novo telomere addition (383), suggesting a specific but still unknown role for Rad52 
in the suppression of telomere healing. 
Previous studies on telomere healing were performed using methods that measure 
telomerase recruitment or de novo telomere elongation at a single unrepaired endonuclease-
induced DSB (424). Although these approaches revealed extensive mechanistic details on this 
process, they also showed that sequences surrounding the DNA break and location of the break 
in the chromosome affect the efficacy by which telomerase recruitment and telomere healing 
can occur (424). However, novel approaches are needed to study the behavior, dynamics, and 
regulation of telomerase molecules in the presence of random breaks in the genome. 
In this study, we address this question by visualizing the spatial distribution of 
telomerase molecules in the presence of random DSBs using single-molecule fluorescent in situ 
hybridization on endogenous TLC1 RNA. With this approach, we found that TLC1 RNA is engaged 
in an intranuclear trafficking during the cell cycle, as it accumulates in the nucleoplasm in G1/S, 
whereas it localizes preferentially in the nucleolus in G2/M. This trafficking depends on the 
helicase Pif1, suggesting a role for this process in the regulation of de novo telomere addition. 
Indeed, treatment with the radiomimetic drug bleomycin increases the presence of TLC1 RNA 
molecules in the nucleoplasm in G2/M cells. We show that Rad52 suppresses the nucleoplasmic 
localization of TLC1 RNA in G2/M by inhibiting Cdc13 accumulation at DSBs. Furthermore, we 
found that the SUMO E3 ligase Siz1 regulates the nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA and 
de novo telomere addition without affecting Cdc13 accumulation at DSBs. Altogether, our data 
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show that Pif1, Rad52, and Siz1 act together to control the accumulation of TLC1 RNA and Cdc13 




2.3.3.1. TLC1 RNA nuclear distribution varies during the cell cycle 
 
Previous studies used FISH to show that TLC1 RNA accumulates in the nucleoplasm in G1 
and S phase, which is related to its function in telomere elongation (74, 425). Because the 
telomerase RNA is the limiting component of the telomerase holoenzyme in yeast (88), its 
dynamics should reflect the dynamics of the active telomerase complex in vivo better than 
other telomerase components. However, a systematic analysis of the distribution of TLC1 RNA 
in each phase of the cell cycle has not yet been conducted. To do so, quantification of 
telomerase RNA in the nucleus of yeast cells at different phases of the cell cycle was performed 
using FISH on the endogenous TLC1 RNA. Budding index was used to determine the cell cycle 
phase of each cell. Beside TLC1 RNA, the yeast nucleolus was detected using a probe against the 
ITS1 ribosomal RNA spacer precursor, and the nucleoplasm was labeled using DAPI. We 
detected between 3 and 10 nuclear TLC1 RNA foci per cell, with each focus corresponding to a 
single TLC1 RNA molecule, as recently reported (426). Although cells in G1 and S phase 
displayed a nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA foci, as previously shown (74), a 
predominantly nucleolar accumulation of TLC1 RNA foci was observed in G2/M cells, as shown 
by colocalization with the ITS1 ribosomal RNA precursor (Fig. 14, A and B). Accumulation of TLC1 
RNA in the nucleolus in G2/M was further validated by cell synchronization with nocodazole 
(see Fig. 15 C). To identify factors required for this intranuclear trafficking of TLC1 RNA, we 
focused on factors known to regulate telomere length. One of these factors is the Pif1 5′–3′ 
helicase, which removes telomerase from telomeres in late S/G2 and acts as a negative 
regulator of telomerase activity (381, 382). Quantification of TLC1 RNA localization during the 
cell cycle in a pif1Δ strain shows that deletion of PIF1 inhibits the nucleolar accumulation of 
TLC1 RNA in G2/M, as TLC1 RNA accumulated in the nucleoplasm in all the phases of the cell 
cycle (Figs. 14 C and S1 A). This result was validated using the pif1-m2 mutant, an allele with 
reduced nuclear activity of Pif1 (381). This mutant displays a phenotype midway between WT 
and pif1Δ strains, with TLC1 RNA present in both nucleoplasm and nucleolus in G2/M (Fig. 14 D 
and S1B). Altogether, these results suggest that Pif1 promotes the trafficking of TLC1 RNA from 
the nucleoplasm to the nucleolus in G2/M. 
 
2.3.3.2. Regulation of TLC1 RNA nuclear trafficking by Rad52 after DNA damage 
 
Given that TLC1 RNA molecules accumulate preferentially in the nucleolus during G2/M, 
we hypothesized that the nucleolar localization of TLC1 RNA could reduce the capacity of 
telomerase to interfere with HR to repair DSBs in G2/M (379). Indeed, in the yeast S. cerevisiae, 
HR is mostly excluded from the nucleolus, and DSBs in ribosomal DNA (rDNA) are repaired by HR 
in the nucleoplasm, suggesting that HR is exclusively nucleoplasmic (289, 427). Furthermore, 
Pif1, which promotes the trafficking of TLC1 RNA to the nucleolus, inhibits de novo telomere 
addition by telomerase at DSBs (381, 428). To test this hypothesis, the distribution of TLC1 RNA 
molecules was determined by FISH after induction of DNA damage using bleomycin, a 
radiomimetic agent that preferentially generates DSBs (429). Yeast cells were exposed to 5 
µg/ml bleomycin for 180 min, conditions that cause 90% of the cells to have at least one DSB 
per cell (Fig. S2 A). After treatment with bleomycin, FISH was performed to detect both TLC1 
and ITS1 RNA. TLC1 RNA foci remained predominantly nucleolar in both bleomycin treated and 
untreated G2/M cells (Fig. 15 A). However, quantification of the phenotypes revealed a small 
but significant accumulation of G2/M cells with TLC1 RNA in the nucleoplasm in bleomycin-
treated cells (Fig. 15 B), suggesting that DNA damage affect the nucleolar distribution of this 
RNA. To confirm the link between TLC1 RNA accumulation in the nucleolus and repair of DSB in 
the nucleoplasm, HR was inhibited by deletion of RAD52. Surprisingly, the percentage of G2/M 
cells with nucleolar TLC1 RNA foci decreased from 70% in WT cells to 30% in rad52Δ cells 
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treated with bleomycin, and most cells accumulated TLC1 RNA foci predominantly in the 
nucleoplasm or in both compartments (Fig. 15, A and B). 
To determine if the nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA in the presence of DSBs is 
caused by its retention in the nucleoplasm or by its relocalization from the nucleolus to 
nucleoplasm, yeast cells were synchronized in G2 with nocodazole (Fig. S2 B), followed by 
treatment with bleomycin. Although nocodazole-treated cells displayed TLC1 RNA foci in the 
nucleolus, treatment with bleomycin still resulted in the redistribution of TLC1 RNA foci toward 
the nucleoplasm in rad52Δ cells, suggesting a dynamic trafficking of this RNA between these 
two compartments (Fig. 15, C and D). Altogether, these results suggest that in cells containing 
DSBs, TLC1 RNA can relocalize from the nucleolus to the nucleoplasm and that its nucleolar 
retention depends on RAD52. 
 
2.3.3.3. TLC1 RNA colocalizes with DSB sites in the nucleoplasm 
 
To understand the significance of the nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA in DNA 
damaged cells devoid of Rad52, the colocalization between TLC1 RNA and a cytological marker 
of DSBs was measured. Rfa1, the largest subunit of the heterotrimeric complex RPA, was used 
as a marker, because it is recruited to DSBs and binds ssDNA generated by resection (430, 431). 
For this reason, Rfa1 is frequently used as a specific cytological marker for DNA end processing 
in vivo (432-434). Rfa1 was fused to GFP and, similarly to ionizing radiation–induced DSBs, a 
single Rfa1-GFP focus was observed in cells treated with bleomycin, in both WT and rad52Δ cells 
(Fig. 16 A). To validate this assay, colocalization between TLC1 RNA and Rfa1-GFP foci in G2/M 
was measured in pif1-m2 cells treated with bleomycin. Because Pif1 plays a key role in removing 
telomerase from DSBs and inhibits de novo telomere addition (383), we expect an increased 
colocalization between TLC1 RNA and Rfa1-GFP foci in pif1-m2 compared with WT cells. Indeed, 
we observed a colocalization between a Rfa1-GFP focus and a TLC1 RNA focus in 29% of pif1-m2 
cells treated with bleomycin, whereas such colocalization was observed in 16% of WT cells (Fig. 
S3 A). FISH was performed on Rfa1-GFP rad52Δ cells to detect endogenous TLC1 RNA after 
bleomycin treatment. In 31% of the cells, one of the TLC1 RNA foci colocalized with an Rfa1-GFP 
focus (Fig. 16 A and Fig. S3 B). This percentage is higher than in WT cells (Fig. S3 A) or compared 
to the colocalization of TLC1 RNA foci with a random nuclear focus (corresponding to the MDN1 
transcription site), which colocalize only in 9% of the cells (Fig. S3 C). 
It is possible that TLC1 RNA nucleoplasmic foci that are not colocalized with a Rfa1-GFP 
focus could be associated with other DNA damage sites (Fig. S3 D). To test this possibility, 
another cytological marker of DSB, γ-H2A, was combined with FISH on TLC1 RNA. In contrast to 
Rfa1-GFP, γ-H2A form several foci in mammalian and yeast cells after DNA damage (435, 436). 
In yeast, γ-H2A accumulation is a direct readout of Mec1 activity at a DSB (199). Simultaneous 
FISH against TLC1 RNA and immunofluorescence (IF) with an antibody specific to γ-H2A was 
performed in cells treated or not with bleomycin. In these conditions, yeast cells exposed to 5 
µg/ml bleomycin during 180 min contained between two and four γ-H2A foci per cell, whereas 
untreated cells did not contain any foci (Fig. 16 B). As observed with Rfa1-GFP, most TLC1 RNA 
foci were in the nucleoplasm in rad52Δ cells treated with bleomycin, but only one TLC1 RNA 
focus colocalized with one of the γ-H2A foci in 45% of the cells (Fig. 16 B). Altogether, these 
results show that during DNA damage and in the absence of Rad52, most TLC1 RNA molecules 
are excluded from the nucleolus and accumulate in the nucleoplasm in G2/M, and a fraction of 
these molecules accumulate at DSBs. 
 
2.3.3.4. TLC1 RNA nucleoplasmic accumulation after DNA damage depends on 
Cdc13 and the MRX complex, and is regulated by the DNA damage 
response pathway 
 
The observation that TLC1 RNA molecules colocalize with only a fraction of the DSBs 
raises questions concerning the link between TLC1 RNA trafficking and the DNA damage 
response. To confirm that TLC1 RNA accumulation in the nucleoplasm depends on the DNA 
damage response, factors upstream of Rad52, like the MRX complex (Mre11 and Xrs2), the 
ATM-like kinase Tel1 and the ATR-like kinase Mec1 were deleted in rad52Δ background cells to 
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test their ability to suppress the nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA (Fig. 17 A). None of 
these deletions had any effect on the nucleolar distribution of TLC1 RNA in G2/M cells in the 
absence of DSBs. After induction of DSBs, deletion of MRE11 or XRS2 completely suppressed the 
nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA in rad52Δ cells (Fig. 17 B). This result is consistent with 
a function of MRX complex in DSBs processing and de novo telomere addition (8). However, 
deletion of TEL1 partially suppressed the nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA in rad52Δ 
cells, as this RNA accumulated in both nucleolus and nucleoplasm (Fig. 17 B). Given the role of 
Tel1 in DNA resection, it is possible that Tel1 might regulate TLC1 RNA nucleoplasmic 
accumulation by positively influencing the function of the MRX complex in the processing of 
DSBs, as it was shown to do at telomeres (437). On the other hand, deletion of MEC1 has no 
significant effect on TLC1 RNA trafficking (Fig. 17 B). Although Mec1 inhibits telomerase activity 
at DSBs by decreasing Cdc13 binding and by phosphorylation of the telomerase inhibitor Pif1 
(380, 385), this activity is not required for TLC1 RNA trafficking, because this RNA still 
accumulated in the nucleolus. Altogether, these results are consistent with a model in which 
DSB processing and resection is required for TLC1 RNA relocalization from the nucleolus to 
nucleoplasm in the absence of RAD52. 
This model predicts that resected DSBs may retain telomerase in the nucleoplasm, and 
this retention should be mediated by a ssDNA-binding protein. Indeed, the single-strand 
telomeric binding protein Cdc13 was previously shown to be essential for the recruitment of 
telomerase at DNA breaks (418). This was revealed by using the cdc13-2 mutant, which disrupts 
the interaction between Cdc13 and the telomerase subunit Est1 (58). We therefore tested the 
effect of the cdc13-2 mutation on the distribution of TLC1 RNA after DNA damage. In a WT 
RAD52 background, induction of DSBs in the cdc13-2 strain reduced the accumulation of TLC1 
RNA in the nucleoplasm compared with a WT strain (Fig. S4 A). This effect is even more striking 
in a cdc13-2 rad52Δ strain, as TLC1 RNA did not accumulate in the nucleoplasm after exposure 
to bleomycin, showing that the cdc13-2 mutation completely suppressed the rad52Δ phenotype 
(Fig. 17, B and C). This result suggests that the Cdc13-Est1 interaction is essential for 
nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA after DNA damage. 
 
2.3.3.5. Cdc13 clusters increase after DNA damage and accumulate at DSB sites 
 
The abovementioned results show that in the absence of Rad52, Cdc13 plays a key role 
in the nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA after induction of DSBs. Recent work has shown 
that Cdc13 can be detected at a DSB by chromatin immunoprecipitation (138, 232, 420, 421). 
We therefore examined whether TLC1 RNA nucleoplasmic accumulation is caused by the 
accumulation of Cdc13 at DSBs in WT and rad52Δ cells. Endogenous Cdc13 was tagged with 13 
myc epitopes, and IF was performed to detect the distribution of myc-tagged Cdc13. In WT cells 
treated with bleomycin, Cdc13-13Myc accumulated as dim subnuclear foci in 20% of G2/M cells 
(Fig. 18, A and B). Surprisingly, deletion of RAD52 increased the number of cells with Cdc13 foci 
to more than 85% (Fig. 18 B). These results were confirmed using a Cdc13-GFP fusion protein in 
living yeast cells, which revealed the presence of a Cdc13 focus in over 50% of rad52Δ cells after 
bleomycin treatment (Fig. S4 B). The Cdc13 foci formed in rad52Δ cells were two- to threefold 
bigger and brighter than those observed in WT cells (Fig. 18 A and Fig. S4, C and D), likely 
reflecting an increased number of Cdc13 proteins associated with DSBs. To distinguish the larger 
Cdc13 foci observed in rad52Δ from the dimmer Cdc13 foci, we renamed the larger foci Cdc13 
clusters. Notably, these clusters were only formed in rad52Δ cells in G2/M after DNA damage, 
with 65% of the cells containing one cluster and fewer cells containing two clusters (Fig. 18 D), 
suggesting that Rad52 inhibits Cdc13 accumulation at DSBs. However, we still detected Cdc13 
foci in the same percentage of cells in both rad52Δ and WT cells (Fig. 18 C). 
To determine if Cdc13 accumulates at DSBs after bleomycin addition, the DSB marker 
Rfa1 was used to investigate the colocalization between Cdc13-GFP and Rfa1-mCherry in G2/M. 
Cdc13-GFP clusters colocalized with a Rfa1-mCherry focus in 69% of the cells (Fig. 18 E), 
indicating that Cdc13 accumulates at DSBs. To test if Cdc13 foci/clusters are also formed in the 
absence of another mediator of HR, such as Rad51, Cdc13 foci/cluster formation was measured 
in rad51Δ cells after bleomycin treatment. Indeed, a previous study had shown that Cdc13 
recruitment to an irreparable HO-induced DSB is highly reduced in rad51Δ cells (232). Strikingly, 
both Cdc13 foci and clusters disappeared in rad51Δ cells (Fig. 18, B and C), whereas TLC1 RNA 
accumulated in the nucleolus in those cells (Fig. 18 F), reflecting that Rad51 positively influences 
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Cdc13 accumulation and TLC1 RNA nucleoplasmic localization at DSBs. To determine the 
epistatic relationship between RAD51 and RAD52 in TLC1 RNA trafficking, TLC1 FISH was 
performed in a double-mutant rad51Δ rad52Δ strain. Interestingly, deletion of RAD51 
suppresses the nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA observed in rad52Δ cells, suggesting 
that RAD51 is epistatic to RAD52 in this pathway (Fig. 18 F). Altogether, these results show that 
nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA observed in rad52Δ cells is linked, in part, to an 
increased accumulation of Cdc13 at DSBs. In the absence of Rad52, resected DSBs may be more 
accessible to Cdc13 binding, which may accumulate on the ssDNA and recruit telomerase. 
 
2.3.3.6. Temporal analysis of Cdc13 foci formation and TLC1 RNA localization at 
DNA damage sites 
 
Although the aforementioned data show that Cdc13 and TLC1 RNA can accumulate at 
DSBs after induction of DNA damage, it is not clear if their association with DSBs is an early or 
late event during DNA repair. Indeed, a late recruitment of Cdc13 and TLC1 RNA would probably 
suggest an indirect effect caused by the absence of DNA repair at DSBs and the accumulation of 
longer strands of ssDNA. To answer this question, we measured the kinetics of accumulation of 
Cdc13 and TLC1 RNA at DSBs in rad52Δ cells. Yeast cells were treated with bleomycin, and 
culture samples were taken at different time points. Yeast cells were fixed with formaldehyde 
and processed for IF and/or FISH. Immunofluorescence on Cdc13-myc showed that 50% of the 
cells already displayed a Cdc13 focus/cluster 30 min after induction of DNA damage (Fig. 19 A). 
The kinetics of Cdc13 foci/cluster formation was similar to the kinetics of accumulation of γ-H2A 
foci (Fig. 19 A), suggesting that Cdc13 accumulated rapidly at DSB sites in the absence of Rad52. 
A refined analysis of Cdc13 accumulation at DSBs was performed by separately quantifying cells 
with Cdc13 foci or clusters over time. This analysis revealed that the number of cells containing 
Cdc13 foci reached a peak at 30 min and stayed stable for the remainder of the treatment (Fig. 
19 B). Surprisingly, Cdc13 clusters also appeared in over 30% of the cells after 30 min of 
bleomycin treatment (Fig. 19 B). However, the number of cells containing a Cdc13 cluster still 
increased over time. These results show that Cdc13’s association with DSBs is an early process 
after DNA damage in the absence of Rad52. 
A similar kinetic analysis was performed on TLC1 RNA using FISH, in which the 
nucleoplasmic/nucleolar distribution of this RNA was quantified at different time points after 
induction of DNA damage. Unlike γ-H2A foci, which accumulated rapidly after DNA damage (Fig. 
19 A), the nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA molecules started later, between 30 and 60 
min after bleomycin treatment, and reached a plateau after 120 min (Fig. 19 C). We do not think 
that the difference in the kinetics of TLC1 RNA versus γ-H2A is a result of the lower sensitivity of 
the FISH assay versus IF, because single TLC1 RNA molecules are detected as single foci with this 
assay (426). Interestingly, 30 min after induction of DNA damage, TLC1 RNA remained in the 
nucleolus even if 50% of the cells contain Cdc13 foci/clusters (Fig. 19, A and C), indicating that 
the association of Cdc13 with the DNA break sites is not the limiting step for the nucleoplasmic 
accumulation of TLC1 RNA. 
These results show that nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA proceeds more slowly 
than the formation of Cdc13 foci/clusters. However, it is possible that a small number of TLC1 
RNA molecules may associate rapidly with a DSB, whereas the majority of TLC1 RNA molecules 
still remain in the nucleolus. To test this possibility, colocalization of TLC1 RNA with Rfa1-GFP 
was measured in rad52Δ cells during a time-course treatment with bleomycin. Surprisingly, 
early colocalization of a single TLC1 RNA focus with the Rfa1-GFP focus was detected in 27% of 
the cells 30 min after initiation of DNA damage (Fig. 19, D and E). At this time point, most TLC1 
RNA molecules remained outside of the DAPI-stained nucleoplasm (presumably in the 
nucleolus) in these cells. The colocalization between TLC1 RNA and Rfa1-GFP increased to nearly 
40% of the cells after 60 min of bleomycin treatment and remained stable afterward (Fig. 19 E). 
These results could be explained by a two-step process in the accumulation of TLC1 RNA 
in the nucleoplasm after DNA damage. One early step, which leads to the accumulation of a 
small number of TLC1 RNA molecules at a resected DSB (Fig. 19 E), and a late step, which 
corresponds to the global redistribution of bulk TLC1 RNA molecules from the nucleolus to the 
nucleoplasm, but not directly at DSBs (Fig. 19 C). This late redistribution may be triggered by the 
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accumulation of unrepaired DSBs in the absence of RAD52. Once in the nucleoplasm, the TLC1 
RNA molecules might be associated with Cdc13 at telomeres, which would explain why in cdc13-
2 mutant, TLC1 RNA remains in the nucleolus even in the presence of DNA damage (Figs. 19 and 
S4). This raises questions regarding how unrepaired DSBs could trigger this relocalization of 
telomerase molecules. 
 
2.3.3.7. The E3 SUMO ligase Siz1 regulates the nucleoplasmic accumulation of 
TLC1 RNA after DNA damage 
 
The observation that TLC1 RNA molecules are excluded from the nucleolus and 
accumulate in the nucleoplasm in the presence of unrepaired DSBs suggests a specific 
regulation of this trafficking during DNA damage. To identify regulators of the intranuclear 
trafficking of TLC1 RNA, we focused on factors involved in sumoylation, a posttranslational 
modification that regulates DNA damage repair. Indeed, mutation or depletion of sumoylation 
enzymes in yeast and human cells notably results in defects in DNA repair, including 
recombination abnormalities and impaired DSB repair (438, 439). Furthermore, sumoylation is 
known to regulate Rad52 and DSBs nuclear distribution in yeast (289). In budding yeast, three 
mitotic SUMO E3 ligases have been identified, including two homologous Siz proteins (Siz1 and 
Siz2) and the Mms21 subunit of the essential Smc5/6 complex (272, 440). Several factors 
involved in telomere maintenance are known to be sumoylated, including Cdc13, which is a 
substrate of both Siz1 and Siz2 (134). Interestingly, Cdc13 sumoylation increases after DNA 
damage, suggesting that Cdc13 activity may be regulated by SUMO during DNA damage (134). 
To determine if sumoylation regulates the spatial distribution of telomerase after DNA 
damage, TLC1 RNA localization was determined in a single mutant of two SUMO E3 ligases, 
siz1Δ and siz2Δ, in a rad52Δ background after treatment with bleomycin. In the absence of DNA 
damage, deletion of either SIZ1 or SIZ2 had no effect on the localization of TLC1 RNA to the 
nucleolus in G2/M (Fig. 20 A), suggesting that these SUMO E3 ligases do not regulate the cell 
cycle–dependent trafficking of TLC1 RNA. Interestingly, during bleomycin-induced DNA damage, 
the deletion of SIZ1, but not SIZ2, strongly decrease the nucleoplasmic accumulation of TLC1 
RNA in a rad52Δ strain (Fig. 20 A). These results show that Siz1, but not Siz2, controls the spatial 
distribution of TLC1 RNA after DNA damage. 
One trivial explanation could be that Siz1 indirectly affects the trafficking of TLC1 RNA by 
modulating the processing of DSBs. To determine if Siz1 plays a role in the resection of DSBs, the 
kinetic of resection of a single HO cut site was measured in rad52Δ and siz1Δrad52Δ strains. No 
difference in the kinetic of DSB resection was observed in the absence of Siz1 (Fig. S5, A and B). 
Also, after DNA damage, we found that deletion of SIZ1 did not affect the formation of Rfa1-GFP 
foci, a marker of DSB resection (Fig. S5 C). To identify where Siz1 acts in the DNA repair 
pathway, serial dilutions of siz1Δ, siz2Δ, rad52Δ, and double-mutant siz1Δrad52Δ and 
siz2Δrad52Δ strains were spotted on plates containing different concentrations of bleomycin. 
Unlike SIZ2, deletion of SIZ1 increased the sensitivity of yeasts to bleomycin, although only at a 
higher concentration compared with a RAD52 deletion (Fig. S5 D). Interestingly, the siz1Δrad52Δ 
strain showed the same sensitivity to bleomycin as a rad52Δ strain, showing that RAD52 is 
epistatic to SIZ1. These results suggest that Siz1 acts downstream of Rad52 in the DNA repair 
pathway. 
Because Siz1 is known to promote Cdc13 sumoylation after DNA damage (134), it may 
regulate Cdc13 clustering at DSBs and subsequent TLC1 RNA trafficking during DNA damage. To 
test this hypothesis, IF on Cdc13-myc was performed in siz1Δrad52Δ and rad52Δ strains after 
bleomycin treatment. Cdc13 clusters and foci still formed in the siz1Δ rad52Δ strain as in rad52Δ 
cells (Fig. 20 B). Altogether, these results show that Siz1 is not involved in DSBs processing or 
Cdc13 accumulation at resected DSB but acts downstream of this process. 
 
2.3.3.8. Siz1 promotes de novo telomere addition in the absence of RAD52 
 
One key question is whether this cell cycle–dependent TLC1 RNA trafficking plays a role 
in de novo telomere addition at spontaneous DSBs. To answer this question, we used the GCR 
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assay developed by the Kolodner laboratory (374). In this assay, two counterselectable markers 
(URA3 and CAN1) are inserted near the left telomere of chromosome V. Cells that undergo a 
GCR event (i.e., telomere addition, translocation) that leads to simultaneous loss of CAN1 and 
URA3 can be selected by growth on medium containing 5-FOA and canavanine. Afterward, the 
number of GCR events corresponding to telomere healing was quantified. The GCR assay was 
first performed in rad52Δ, pif1-m2, and pif1-m2 rad52Δ strains. As previously reported (383), 
deletion of RAD52 or the pif1-m2 mutation increase telomere healing rates (Fig. 21 A). 
Combining the pif1-m2 mutation with a rad52 deletion results in a 12-fold increase in de novo 
telomere addition compared with the pif1-m2 strain, as previously shown (383). 
Deletion of SIZ1 decreases the accumulation of TLC1 RNA in the nucleoplasm of rad52Δ 
cells after DNA damage (Fig. 19 A), which should reduce de novo telomere addition and GCR 
rates observed in a rad52Δ strain. In fact, an 11-fold reduction in telomere healing rates was 
observed in a siz1Δrad52Δ strain compared with the rad52Δ strain (Fig. 21A). Because Pif1 is 
required to promote TLC1 RNA trafficking to the nucleolus, our model predicts that inhibition of 
Pif1 should suppress the nucleolar accumulation of TLC1 RNA observed in the siz1Δrad52Δ 
strain and increase GCR rates. Indeed, the pif1-m2 mutation partially suppresses the nucleolar 
accumulation of TLC1 in the rad52Δ siz1Δ mutant, as TLC1 RNA molecules accumulate in both 
nucleoplasm and nucleolus in the triple mutant pif1-m2 siz1Δ rad52Δ, with or without 
bleomycin treatment (Fig. 21 B). Deletion of SIZ1 in the pif1-m2 strain reduces GCR rates by 
sixfold, close to the twofold reduction previously reported for this double mutant (see Fig. 21 
A). This could be because Pif1 is sumoylated during DNA damage (134), and the absence of Siz1 
may affect the activity of Pif1 at sites of DNA damage. Strikingly, the triple mutant pif1-m2 siz1Δ 
rad52Δ restores the telomere healing rate to levels similar to the pif1-m2 rad52Δ strain (Fig. 21 
A), which is consistent with our model that mutation in Pif1 bypasses the need for Siz1 activity 
for de novo telomere addition in rad52Δ cells. 
 
 
2.3.3.9. Identification of telomere healing events in bleomycin treated cells 
 
Although the GCR assay shows that Pif1, Rad52, and Siz1 regulate the frequency of 
telomere healing events, it remains unclear if de novo telomere addition really occurs in 
bleomycin-treated cells. To identify de novo telomere events in cells treated with bleomycin, 
WT, pif1-m2, rad52Δ, and rad52Δ siz1Δ cells were synchronized in G2/M with nocodazole prior 
treatment with bleomycin for 3 h. Genomic DNA was extracted and submitted to paired-end 
Illumina sequencing. Analysis of Illumina paired reads identified 73 reads containing de novo 
telomere events (Fig. 22 A and Table S3). 96% of these reads were identified in bleomycin-
treated cells, and only three reads were identified from untreated cells, suggesting that these 
reads are not sequencing artifacts. Although this analysis most likely underestimates the 
occurrence of de novo telomere addition (see Materials and methods for details), more 
telomere healing events were identified per million reads in pif1-m2, rad52Δ, and rad52Δ siz1Δ 
cells treated with bleomycin compared with WT treated cells. 
Telomere healing events were observed on most chromosomes (Table S3). Surprisingly, 
14% of the telomere healing events identified occurred in the rDNA locus on chromosome 12, 
which is close to the percentage of the yeast genome occupied by this locus (∼11%). Analysis of 
the sequences upstream de novo telomere addition events revealed the absence of nucleotide 
insertions or deletions, which is a feature of nonhomologous end joining and microhomology-
mediated end joining repair (209). However, a TG-rich bias in the 10 nt upstream of the 
telomere addition sites was observed (Fig. 22 B), which was also previously reported for 
telomerase-dependent de novo telomere events (378). Finally, the majority of these reads were 








In this study, we used single-molecule imaging to study TLC1 RNA trafficking during the 
cell cycle and after induction of DNA damage. Our results demonstrate that TLC1 RNA, the 
limiting component of yeast telomerase, is engaged in an intranuclear trafficking during the cell 
cycle. In G1/S, TLC1 RNA molecules are present in the nucleoplasm, whereas in G2/M, they 
accumulate predominantly in the nucleolus. We also show that this trafficking depends on the 
helicase Pif1 and is linked to the presence of DNA damage. In addition to Pif1, the key 
recombination protein Rad52 strongly controls this trafficking in the presence of DNA damage, 
as it specifically suppresses the accumulation of TLC1 RNA molecules in the nucleoplasm and at 
DSBs generated by bleomycin by antagonizing the accumulation of Cdc13 at DNA breaks (Fig. 
23). 
However, the effect of a RAD52 deletion on the accumulation of Cdc13 at DSBs may not 
be simply caused by the accumulation of longer resected DNA in this mutant, because the 
deletion of RAD51, which also produces long ssDNA at DSBs (216, 441), completely abolishes 
the formation of Cdc13 foci. Interestingly, deletion of RAD51 suppresses the effect of a RAD52 
deletion on TLC1 RNA trafficking. This result supports a previous observation that Rad51 is 
required for the recruitment of Cdc13 and Est2 to a nonrepairable DSB (232). Why Rad52 and 
Rad51 have opposite effects on the formation of Cdc13 foci is still unclear. 
Using Illumina paired-end sequencing, we identified several reads containing de novo 
p09 addition events in the genome of yeasts treated with bleomycin. De novo telomere addition 
occurred downstream of TG-rich sequences less than 10 nt. A recent characterization of an 
endogenous hotspot of de novo telomere addition in yeast revealed a bipartite structure, with a 
TG-rich core sequence where telomere addition occurs, and an upstream proximal Stim 
sequence that binds Cdc13 and stimulates telomere addition (442). Interestingly, de novo 
telomere addition is increased at this bipartite hotspot in the absence of Rad52. Hence, because 
of their short TG-rich core sequence, it is possible that several of the sites of de novo telomere 
addition identified in the DNA-sequencing study may contain this bipartite structure. Another 
surprising result is that 14% of the reads containing de novo telomeres were from the rDNA 
locus, suggesting the presence of telomerase activity in the nucleolus. Because DSBs in rDNA in 
yeast are processed in the nucleolus but repaired by HR in the nucleoplasm (289), the unusual 
dynamics of these DSBs between the nucleolus and the nucleoplasm may explain in part their 
accessibility to telomerase activity in the nucleoplasm. 
In addition, we demonstrate that the E3 SUMO ligase Siz1 regulates the spatial 
distribution of TLC1 RNA after DNA damage without affecting DSB processing or Cdc13 
accumulation at DSBs. DNA damage is known to trigger a wave of sumoylation leading to 
simultaneous multisite modifications of several DNA repair proteins of the HR pathway in yeast 
(274). However, these sumoylation events depend on the Siz2 SUMO ligase and not on Siz1, 
suggesting that the effect of Siz1 on TLC1 RNA localization is independent of the main role of 
SUMO in the modulation of the HR pathway. Although the effect of a SIZ1 deletion on TLC1 RNA 
trafficking might be explained by the Siz1-dependent sumoylation of Cdc13 (134), this 
sumoylation event was shown to inhibit telomerase binding to Cdc13. Therefore, other targets 
of Siz1 may be involved in this process. Sumoylation by Siz1 is required for de novo telomere 
addition in the absence of Rad52 and, to a lesser extent, in a pif1-m2 strain. This requirement 
for Siz1 activity is completely suppressed in a double pif1-m2 rad52Δ mutation. These data 
support our model that by reducing TLC1 RNA trafficking to the nucleolus, the pif1-m2 mutation 
bypasses the spatial restriction on telomerase access to DNA breaks observed in the siz1Δ 
rad52Δ strain (Fig. 23). 
In line with the observation that DNA repair is excluded from the nucleolus (231), our 
study reveals how the spatial segregation of telomerase and HR activities restricts telomerase 
access to DSBs. This process is not specific to budding yeast telomerase, because the catalytic 
subunit of human telomerase (hTERT) was also shown to accumulate in the nucleolus after 
ionizing radiation–induced DSBs (443), indicating that nucleolar localization of telomerase after 






2.3.5.1. Constructs and strains  
 
Table S1 lists strain genotypes. Yeast strains were generated by disrupting the RAD52, 
RAD51, SIZ1, SIZ2, MRE11, XRS2, TEL1, or MEC1 genes in W303 strain by a one-step PCR 
disruption method using KAN marker (444). The mec1Δ strains were kept viable by deletion of 
the SML1 gene (445). In this strain, the KAN marker was removed by transforming cells with 
pSH47 expressed Cre recombinase. The cdc13-2 strain transformed with the plasmid pVL438 
CDC13 (Ycp33 CEN, URA3, and CDC13)(446) was obtained from R. Wellinger’s laboratory 
(Université de Sherbrooke, Sherbrooke, Canada). Deletion of RAD52 was followed by the 
elimination of the pVL438 CDC13 plasmid using 5-FOA. Strains carrying Rfa1-GFP, Rfa1-mCherry, 
Cdc13-GFP, and Cdc13-13Myc allele at the RFA1 and CDC13 chromosomal locus were generated 
by a PCR one-step tagging method using plasmids pFA6A-GFP-KANMX4, pFA6A-mCherry-Kan, or 
pFA6A-13Myc-KANMX4 (447). Verification of these strains was performed by PCR, microscopy, 
and/or Western blot. For Cdc13-GFP and Cdc13-13Myc strains, senescence experiments were 
conducted by repeatedly streaking strains. For all these strains, the RAD52 gene disruptions 
were obtained by using TRP1, KAN, or Hygro markers. RAD51 deletion was also obtained by 
using TRP1 marker. 
 
2.3.5.2. Cell-cycle dependent localization of TLC1 RNA and induction of DSBs 
 
Asynchronously growing WT yeast cells (W303) were grown in YEPD (yeast extract 
peptone-dextrose) until OD600 0.3 to 0.4, fixed with paraformaldehyde, and processed for FISH 
analysis to detect TLC1 RNA and ITS1 pre-rRNA. ITS1 FISH probe was provided by D. Zenklusen 
(Université de Montréal, Montréal, Quebec, Canada). The cell cycle stage of the cells was 
estimated by measuring the bud-to-mother size ratio (budding index) as G1 (cells without bud), 
S phase (cells with small to mid-size bud), and G2/M (cells with large bud or sharing the nucleus 
between mother and daughter). This method is highly reproducible for scoring G2/M cells, 
because nearly identical percentages of TLC1 RNA distribution were measured in nocodazole-
treated cells and nontreated cells (see Fig. 15, B and C). For induction of DSBs, haploid WT and 
rad52Δ strains were grown in YEPD medium (at OD600 ∼0.2) and exposed to 5 µg/ml of 
bleomycin (BLE011.10; Bioshop) for 180 min. In these conditions, 90% of the cells have at least 
one DSB after 180 min (Fig. S2). The presence and number of DNA damage per cell after 
bleomycin treatment were quantified using the number of γ-H2A foci, which correlates with the 
number of DSBs per cell (448). For nocodazole treatment, WT and rad52Δ cells were grown in 
YEPD medium to OD600 ∼0.2 before addition of 15 µg/ml nocodazole for 90 min, and 
synchronization of cells in G2/M was monitored by microscopy. In these conditions, more than 
90% of cells are in G2/M. 5 µg/ml bleomycin was then added, and cells were incubated for 
another 180 min. 
 
2.3.5.3. FISH and IF 
 
The yeast fixation protocol and fluorescent in situ hybridization to detect endogenous 
TLC1 RNA have been described previously (449). Five Cy3-labeled 50-nt probes were used to 
detect the endogenous TLC1 RNA, and one Cy5-labeled 50-nt probe was used to detect the ITS1 
pre-rRNA. For colocalization experiments with endogenous Rfa1-GFP, yeast was cultured at 
room temperature, and fixation was performed in 1× PBS, pH 7.4, to preserve GFP fluorescence. 
Dual FISH-IF or IF-only protocols were conducted as described previously (450). In brief, after 
the last wash of 1× SSC of the FISH protocol, spheroplasts were incubated in 1× PBS containing 
0.1% BSA, 1× PBS containing 0.1% BSA and 0.1% NP40, and 1× PBS containing 0.1% BSA for 2 
min each at room temperature. The primary antibodies used to detect γ-H2A (18255; Abcam) or 
myc epitope (9E10; Roche) were diluted to 1:5,000 and 1:400, respectively, in 1× PBS containing 
0.1% BSA, 20 mM VRC, and 120 U/ml RNA Guard and incubated for 2 h at 37°C. Spheroplasts 
were washed with 1× PBS containing 0.1% BSA, 1× PBS containing 0.1% BSA and 0.1% NP-40, 
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and 1× PBS containing 0.1% BSA for 2 min each at room temperature. The secondary antibody 
(Alexa Fluor 488 conjugate) was diluted to 1:1,000 in 1× PBS containing 0.1% BSA, 20 mM VRC, 
and 120 U/ml RNA Guard, and incubated 1h in the dark at room temperature. Finally, cells were 
washed in 1× PBS containing 0.1% BSA, 1× PBS containing 0.1% BSA and 0.1% NP-40, and 1× PBS 
0.1% BSA for 1 min each at room temperature. The coverslips were incubated in 1× PBS 
containing DAPI before mounting on slides. 
 
2.3.5.4. Image acquisition, deconvolution, and processing  
 
All images were acquired using an Axio Imager 2 epifluorescence upright microscope 
(ZEISS) equipped with a 100× differential interference contrast (DIC) H (1.4 NA) objective and a 
Photometrics CoolSNAP fx CCD camera. Endogenous TLC1 RNA foci were detected using Cy3.0 
filter, ITS1 probe was detected using Cy5.0 filter, and Rfa1-GFP or γ-H2A were detected using a 
FITC filter. Image acquisition times for DIC, DAPI, TLC1 RNA, and ITS1 pre-rRNA were 40, 20, 
1,600, and 800 ms, respectively. Images were acquired and processed with ZEISS software or 
deconvolved by Autoquant X3 software using a theoretical PSF algorithm and analyzed using 
Metamorph software. 100 fields of yeast cells were acquired as Z stacks of 14 planes minimum, 
with 0.5 µm between planes in the Z axis. Inspection of all focal planes of each cell was 
performed to quantify colocalization between TLC1 RNA, ITS1 pre-rRNA (nucleolus) or DAPI 
(nucleoplasm), with reproducible results obtained with two or three different individuals. For 
each yeast strain, a total of 200 G2/M cells were randomly scored in two biologically 
independent experiments. The linescan application of Fiji or Metamorph software was also used 
to quantify TLC1 RNA, ITS1 RNA, and DAPI fluorescence distribution in the nucleus of yeast cells. 
Numbers are expressed as percentage of cells with TLC1 RNA located in the nucleoplasm or 
nucleolus or evenly distributed between both compartments. Simultaneous FISH on TLC1 and 
MDN1 RNA was performed to determine the percentage of colocalization of TLC1 RNA foci with 
a random nuclear focus, represented by the MDN1 transcription site. The MDN1 FISH probes 
were provided by D. Zenklusen. 
2.3.5.5. Live cell Imaging 
 
Cells expressing fusion protein Rfa1-GFP, Cdc13-GFP, or Cdc13-GFP and Rfa1-mCherry in 
rad52Δ genetic background were incubated overnight at 25°C in 2 ml SC-TRP and then diluted to 
OD600 ∼0.2 and grown for one cell cycle. Cdc13-GFP foci and colocalization between Cdc13-GFP 
and Rfa1-mCherry were induced by 5 µg/ml bleomycin for 3 h. Cells were collected by 
centrifugation at 2,000 g, mounted on standard glass slides, and covered with a coverslip 
appropriate to the optics of the microscope. All the images were acquired using an Axio Imager 
2 epifluorescence upright microscope (ZEISS) equipped with a 100× DIC H (1.4 NA) objective and 
an Evolve fx EM-CCD camera or microscope AXIO OBSERVER Z1 confocal spinning disk (ZEISS) 
equipped with the same objective and camera. For each field of cells, 11 fluorescent images at 
each of the relevant wavelengths were obtained at 0.4-µm intervals along the Z axis. Inspection 
of all focal planes of each cell was performed to quantify colocalization. Image acquisition times 
for DIC, bright-field, GFP, and mCherry were 40, 40, 900, and 60 ms, respectively. 
 
2.3.5.6. Quantitative analysis of Cdc13 foci and clusters 
 
Determination of Cdc13 focus and cluster diameter and maximal fluorescence intensity 
was calculated as described previously (450). 
 
2.3.5.7. DSB resection assay 
 
Yeast was grown to early–mid log phase in YEP-raffinose medium at 30°C. HO 
endonuclease was induced by the addiction of 3% galactose. Samples were harvested before 
galactose addition and every 30 min after induction for 4 h. Genomic DNA was extracted and 
digested by PciI restriction enzyme. DNA fragments were separated on a 1% agarose gel and 
transferred on a neutral nylon membrane. Southern blot was performed with a probe 
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generated by PCR amplification of a sequence close to the HO cut site. DNA loaded at each time 
point was normalized using a probe against the AGX1 gene. Intensities of bands on the Southern 
blot were quantified with Image Lab. Resection was measured as the ratio of the signal intensity 
for each time point relative to the signal intensity of the initial HO cleavage time point. 
 
2.3.5.8. GCR assay and characterization of telomere healing events  
 
All GCR rates were determined by fluctuation tests. Mutation rates were calculated using 
the median method (451). Results shown are the mean of three to five experiments using five to 
seven cultures. After the GCR assay, DNA was extracted from 20 5-FOA+ Can+ colonies from 
each strain (but only eight for the WT strain). To identify the breaking point where the GCR took 
place, we used the approached used in (452). In brief, 22 pairs of PCR primers were designed to 
cover the whole 12-kb region where the break could have happened to generate a 5-FOA+ Can+ 
colony. Each primer pair was designed to generate overlapping ∼600-bp amplicons. Starting 
from the centromere-proximal extremity, the first primer pair that did not give amplification is 
referred as the breaking point. 
Each breaking point was further analyzed to characterize the presence of de novo 
telomere addition at the breaks. This analysis was performed as in (452). In brief, each sample 
was amplified using the antisense PCR primer of the breaking point with a telomere primer (5′-
CACCACACCCACACAC-3′). The antisense primer of the last working pair (flanking the breaking 
point) was also used with the telomere primer. Those two primer pairs served to identify de 
novo telomere addition. As controls, each sample was amplified using the breaking point primer 
pair and the last working primer pair. As a positive control, the telomere primer was used with 
an antisense primer that flanks the telomere 1L. Finally, one sample with a breaking point 
upstream of the breaking point analyzed and one downstream of it were added. Those were 
used as controls for the specificity of the primer pairs. 
The results are displayed as a ratio of telomere healing events identified versus the 
number of clones characterized for each strain. Then, this ratio is applied on the spontaneous 
GCR rate calculated for the corresponding strain to establish a spontaneous telomere healing 
rate. This rate is than compared with the rate of the WT strain, which is set as 1. 
 
2.3.5.9. Identification of telomere healing events by Illumina paired-end 
sequencing 
 
Cultures were started from an OD600 of 0.2. When the OD600 reached 0.4, 15 µg/ml 
nocodazole was added to the culture. Cultures were incubated for 3 h until >80% of the cells 
were synchronized in G2/M. Synchronization was assessed by microscopy. If needed, 5 µg/ml 
bleomycin was added and cultures were incubated another 3 h before harvesting the cells. 
Genomic DNA was extracted, and 1 µg was sent for paired-end Illumina sequencing on an 
Illumina HiSeq2000. Each condition was done in duplicate. Genome coverage for each sample 
ranged from 25 to 210× (2,792,066 to 14,219,231 sequences). 
Datasets were analyzed using a Galaxy (453) modified version of a previously published 
workflow (454). Sequences were filtered for a minimum length of 40 nt, an average quality of at 
least 20, and no more than 50 nt under a quality of 20. They were then aligned using the 
Burrows-Wheeler aligner against the sacCer3 reference genome (NCBI Assembly accession no. 
GCA_000146045.2) from which telomere sequences were removed. Read pairs for which both 
reads were successfully mapped do not contain de novo telomere additions and were 
discarded. The first 25 nt of the remaining pairs were aligned using Bowtie, and sequences 
which were mapped for either none or both of the paired end reads were discarded. Between 
177,689 to 544,055 sequences remained for analysis in each dataset at this point. Read pairs 
were sorted according to the percentage of CA, CCA, and CCCA in the first 50 nt of the 
unmapped read. Unmapped reads with at least 24 nucleotides of telomeric repeats in their first 
50 nt were then analyzed manually to identify telomere healing events. The remaining pairs 
were further filtered for at least 12 nt of telomeric repeats in the first 24 nt of the unmapped 
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read and then analyzed in the same manner. Finally, to ensure that the events found were de 
novo telomere addition and not random addition of TG repeats, identified sequences were 
compared with the TLC1 RNA template. 
Although this approach allows the detection of de novo telomere additions, it most likely 
underestimates their occurrence. First, Illumina sequencing biases against GC-rich and GC-poor 
regions may translate into fewer GC-rich telomere reads. Second, telomeres were removed 
from the reference genome in order for telomere-containing sequences to remain unmapped, 
but if the first 25 nt of a telomere sequence match an internal telomeric tract (as in the 
subtelomeric regions), the read was discarded after a successful alignment using Bowtie. Third, 
because a lot of sequences in the subtelomeric regions are shared between chromosomes ends, 
it is difficult to assign a sequence to a specific telomere. For this reason, subtelomeric sequences 
(10 kb from telomeres) were ignored in the analysis. Fourth, DNA fragments with identical 
sequences at both ends were ignored. These pseudopalindromes are artifacts created by the 
presence of long ssDNA (455). One library from the rad52Δ strain was discarded because of the 
presence of a very high number of reads with pseudo-palindromes, possibly because rad52Δ 
cells have longer resected DNA at DSBs. Lastly, because telomere sequences shorter than 12 nt 
were not analyzed, short de novo telomere additions were ignored. Fragmentation of the DNA 
near a site of telomere addition during library preparation therefore means that some 
occurrences were missed. 
 
2.3.5.10. Statistical analysis  
 
A two-tailed Student’s t test or analysis of variance was used to calculate the statistical 
significance. A Mann–Whitney t test was used for the GCR assay. Statistical significance was 
defined as P < 0.05 (*). Calculations were performed using GraphPad. 
 
2.3.5.11. Online supplemental material  
 
Fig. S1 presents TLC1 RNA localization in pif1Δ and pif1-m2 strains. Fig. S2 describes 
quantification of γ-H2A foci and cell cycle synchronization. Fig. S3 shows the analysis of TLC1 
RNA colocalization with DSBs. Fig. S4 presents a quantitative analysis of Cdc13 foci. Fig. S5 
shows that Siz1 is not involved in DSBs processing but acts downstream of Rad52 in DNA repair. 
Table S1 shows all yeast strains genotypes. Table S2 lists p-values of all the strains tested in Fig. 
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Figure 14. –  Intranuclear trafficking of TLC1 RNA during the cell cycle depends on Pif1. 
(A) Monitoring TLC1 RNA localization during the cell cycle by FISH. The nucleolus was stained 
with a probe against the ITS1 spacer of the rRNA precursor (labeled with Cy5). Arrowheads 
mark the position of the TLC1 RNA in selected cells. DAPI was used to stain DNA. Bar, 1 µm. (B) 
Quantification of TLC1 RNA localization during the cell cycle; n = 900 cells. (C) Quantification of 
TLC1 RNA localization during the cell cycle in pif1Δ cells; n = 900 cells. (D) Quantification of TLC1 
RNA localization in G2/M in WT, pif1Δ, and pif1-m2 cells; n = 200–900 cells. Error bars 






Figure 15. –  TLC1 RNA accumulates in the nucleoplasm in G2/M in rad52Δ cells after DNA damage.  
(A) FISH on TLC1 RNA in WT or rad52Δ cells treated or not with bleomycin (blm). Arrowheads 
indicate position of TLC1 RNA foci in the nucleus. Bar, 1 μm. (B) Quantification of TLC1 RNA 
distribution in the nucleus in WT or rad52Δ cells after treatment with bleomycin (blm); n = 200 
cells. (C) TLC1 RNA can relocalize to the nucleoplasm from the nucleolus in rad52Δ cells treated 
with bleomycin. Quantification of TLC1 RNA distribution in the nucleus in WT or rad52Δ cells 
synchronized with nocodazole (Noc), followed by treatment with bleomycin (blm); n = 200–300 
cells. (D) FISH on TLC1 RNA in rad52Δ cells synchronized with nocodazole (Noc) and treated or 
not with bleomycin (blm). Arrowheads indicate position of TLC1 RNA foci in cells. Bars, 1 µm. 









Figure 16. –  TLC1 RNA partially colocalizes with DSB sites in rad52Δ cells.  
(A) FISH against TLC1 RNA in rad52Δ cells expressing Rfa1-GFP and treated with bleomycin 
(blm). Numbers in percentages represent the percentage of cells with the following phenotypes: 
no colocalization between a TLC1 RNA focus and Rfa1-GFP focus (top) or colocalization between 
a TLC1 RNA focus and Rfa1-GFP foci (bottom). Bar, 1 µm; n = 200 cells. (B) Dual FISH against 
TLC1 RNA and immunofluorescence on γ-H2A protein in rad52Δ cells after exposure or not to 
bleomycin (blm). Colocalization (indicated by arrowheads) was detected in 45 ± 7% of the cells. 




Figure 17. –  Genetic requirements for nucleoplasmic accumulation of TLC1 RNA after DNA damage 
in rad52Δ cells.  
(A) TLC1 RNA does not accumulate in the nucleoplasm in G2/M in the absence of DNA damage 
in rad52Δ, mre11Δ rad52Δ; xrs2Δ rad52Δ; tel1Δ rad52Δ; sml1Δ rad52Δ; sml1Δ mec1Δ rad52Δ 
and cdc13-2 rad52Δ cells. WT, rad52Δ, and sml1Δrad52Δ were used as control strains; n = 200–
300 cells. (B) TLC1 RNA nucleoplasmic accumulation after induction of DNA damage requires 
Mre11 and Xrs2 of the MRX complex and Cdc13 and is regulated by Tel1. p-values are included 
in Table S2. Error bars represent ±SD; n = 150–300 cells. (C) FISH on TLC1 RNA in cdc13-2 rad52Δ 
cells treated or not with bleomycin. Arrowheads indicate the position of TLC1 RNA foci in cells. 




Figure 18. –  Cdc13 accumulates at sites of DNA break in rad52Δ, but not in rad51Δ cells.  
(A) Cdc13 foci appear in WT and rad52Δ cells after DNA damage. Immunofluorescence (IF) 
analysis of Cdc13-myc was conducted in WT and rad52Δ cells, with or without bleomycin (blm) 
treatment. Arrowheads mark the position of Cdc13 foci. Bar, 1 µm. (B) Rad52 and Rad51 have 
opposite effect on Cdc13 foci formation. Quantification of Cdc13 foci/clusters formation in WT, 
rad52Δ, and rad51Δ strains, with or without bleomycin (blm) treatment; n = 200 cells. (C) 
Analysis of Cdc13 clusters and foci formation in WT, rad52Δ, and rad51Δ strains in DNA-
damaged cells; n = 200 cells. (D) Quantification of the number of Cdc13 cluster per G2/M-
damaged cells; n = 200 cells. (E) Colocalization of Cdc13-GFP cluster and Rfa1-mCherry focus in 
rad52Δ cell exposed to bleomycin. Arrowheads mark a colocalization event. Percentage of G2/M 
cells showing this phenotype is indicated in the last panel; n = 200 cells. (F) Quantification of 
TLC1 RNA distribution in the nucleus in WT, rad52Δ, rad51Δ, or rad51Δ rad52Δ cells after 
treatment with bleomycin; n = 200–344 cells. Error bars represent ±SD. ***, P < 0.005 (two-
tailed t test). 
 
Figure 19. –  Kinetics of accumulation of Cdc13 and TLC1 RNA at sites of DNA damage in rad52Δ 
cells.  
(A) Kinetics of γ-H2A and Cdc13 foci formation in G2/M cells after exposure to bleomycin. (B) 
Time course of Cdc13 foci and cluster formation in G2/M cells after exposure to bleomycin. (C) 
Kinetics of TLC1 RNA nucleoplasmic accumulation in G2/M cells after exposure to bleomycin. (D) 
Colocalization between TLC1 RNA focus and Rfa1-GFP focus in G2/M cells after 30 min of 
bleomycin exposure. Bar, 1 µm. (E) Kinetics of colocalization between a TLC1 RNA focus and a 
Rfa1-GFP focus in G2/M cells after exposure to bleomycin; n = 200 cells per time point. Error 




Figure 20. –  The E3 SUMO ligase Siz1 is required for the accumulation of TLC1 RNA in the 
nucleoplasm of rad52Δ cells after DNA damage. 
(A) Nuclear distribution of TLC1 RNA in various single mutants of the E3 SUMO ligases (siz1Δ or 
siz2Δ) in rad52Δ genetic background with (+) or without (−) exposure to bleomycin (blm); n = 
200–300 cells. Error bars represent ±SD. ***, P < 0.005 (two-tailed t test). (B) Cdc13 clusters are 
still formed in the siz1Δ rad52Δ strain after DNA damage. Immunofluorescence (IF) analysis of 
Cdc13-myc was conducted in rad52Δ and siz1Δ rad52Δ cells after bleomycin (blm) treatment. 
Bar, 1 µm; n = 200 cells. 
 
Figure 21. –  Siz1 promotes de novo telomere addition in rad52Δ cells.  
(A) Quantification of de novo telomere addition events. Values are reported as fold over wild-
type (WT). n = 9–34 cultures. Error bars represent ± 95% confidence interval. *, P < 0.05; ***, P 
< 0.005 (Mann–Whitney t test). (B) The pif1-m2 mutant reduces the nucleolar accumulation of 
TLC1 RNA in rad52Δ siz1Δ cells. Nuclear distribution of TLC1 RNA in rad52Δ, siz1Δ rad52Δ, and 
pif1-m2 siz1Δ rad52Δ cells, with (+) or without (−) exposure to bleomycin (blm). Error bars 




Figure 22. –  Identification of telomere healing events in bleomycin-treated cells.  
(A) Analysis of reads containing de novo telomere events. (B) Percentage of T+G (blue) and C+A 
(red) nucleotides at each position within the 100 nt upstream of the site of de novo telomere 
addition. 
 
Figure 23. –  Model for telomerase trafficking in G2/M and at DNA damage sites. 
 In the nucleoplasm, Pif1 activity removes telomerase from telomeres and promotes its 
accumulation in the nucleolus via an unknown mechanism. In the presence of DSBs, Pif1, and 
Rad52 inhibit the accumulation of telomerase and Cdc13, respectively, at break sites, leading to 
the accumulation of telomerase in the nucleolus and a reduction in de novo telomere addition. 
In the presence of DSBs, Siz1 is required for telomerase trafficking out of the nucleolus and for 
de novo telomere addition in rad52Δ cells. 
 
2.3.8. Supplementary materials 
 
 
Figure S1. – TLC1 RNA localization in pif1Δ and pif1-m2 strains.  
(A) Image and line scan analysis of TLC1 RNA, ITS1 probe and DAPI of a pif1Δ cell in G2. Bar, 1 




Figure S2. – Validation of bleomycin and nocodazole treatments of yeast cells.  
(A) Quantification of the number of γ-H2A foci per cell in the yeast population after treatment 
with bleomycin; n = 300 cells. Error bars represent ±SD. (B) Cell cycle synchronization of WT or 





Figure S3. – Analysis of TLC1 RNA colocalization with double-strand breaks.  
(A) Quantification of colocalization events between TLC1 RNA foci and Rfa1-GFP foci in WT and 
pif1-m2 strains; n = 45–63 cells. Error bars correspond to ±SD. ***, P < 0.005 (two-tailed t test). 
(B) Linescan analysis of TLC1 RNA,Rfa1-GFP and DAPI colocalization in the nucleus of rad52Δ 
cells. Arrowheads mark a Rfa1-GFP focus that does not colocalize (top) or colocalizes (bottom) 
with a TLC1 RNA focus. (C) Quantification of TLC1 RNA foci colocalization with a nuclear MDN1 
transcription site in G2/M cells. FISH against TLC1 RNA and MDN1 RNA in rad52Δ cells treated 
with bleomycin. Number represents the percentage of G2/M cells without colocalization 
between a TLC1 RNA focus (red) and the MDN1 transcription site focus (green). (D) Maximum 
intensity projection of rad52Δ yeast cell to show distribution of TLC1 RNA foci, Rfa1-GFP focus, 





















Figure S4. – Quantitative analysis of Cdc13 foci and clusters after induction of DNA damage. 
 (A) TLC1 RNA localization in WT and cdc13-2 strains before and after bleomycin treatment; n = 
300 cells. Error bars correspond to ±SD. *, P < 0.05; **, P < 0.01 (two-tailed t test). (B) Formation 
of Cdc13-GFP foci in living yeast cells with DNA damage. Cdc13-GFP rad52Δ cells were treated or 
not with bleomycin. Quantification of each phenotype in the yeast cell population is indicated in 
both panels on the right. Bar, 1 µm. (C) Mean diameter of Cdc13 foci and clusters. The dot plot 
shows the distribution of the diameter of 10 Cdc13 foci and 13 Cdc13 clusters. Cdc13 foci have a 
mean diameter of 283 nm, whereas Cdc13 clusters have a mean diameter of 575 nm. (D) Mean 
maximal fluorescence intensities of Cdc13 foci and clusters. The dot plot shows the distribution 
of the maximal fluorescence intensities of 10 Cdc13 foci and 13 Cdc13 clusters. Cdc13 foci have 
a mean maximal fluorescence intensity of 355 arbitrary fluorescence units (AUs), whereas 












Figure S5. – Siz1 is not involved in the resection of DSBs.  
(A) Schematic representation of the HO-TG81-URA3 locus used to assess resection of the HO 
induced DSB. Notice that the resection is measured on the fragment without TG81 repeats. 5′–
3′ degradation eliminates the PciI site, which results in the disappearance of the 1.5-kb 
fragment generated by the PciI/HO cut site. Horizontal bars indicate the position of the probe 
used for Southern blotting to detect the 2.7-kb and 1.5-kb fragments. (B) Kinetic of HO cut 
resection in rad52Δ and rad52Δ siz1Δ strains. Means from two to three independent 
experiments are presented. Error bars correspond to ±SD. (C) Quantification of resected DSBs 
marker Rfa1-GFP foci in G2/M cells from WT and siz1Δ strain treated with bleomycin. ns, not 
significant. n = 217–226 cells. Error bars correspond to ±SD. (D, top) Growth assay of siz1Δ, siz2Δ 
or rad52Δ cells on plates containing various concentrations of bleomycin. Fivefold serial 
dilutions were spotted on each plate, from 5 × 10−4 to 10−5 cells. (D, bottom) Growth assay of 
siz1Δ rad52Δ, siz2Δ rad52Δ, or rad52Δ cells on plates containing various concentrations of 
bleomycin. Fivefold serial dilutions were spotted on each plate, from 5 × 10−3 to 10−4 cells. 













Table S1. – Yeast strains used in this study 
Strains  Genotype  Source 
W303  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 This study 
rad52Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1, rad52::TRP1  This study 
mre11Δ rad52Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1,ade2-1, mre11::KAN rad52::TRP1  This study 
xrs2Δ rad52Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1,ade2-1, xrs2::KAN rad52::TRP1  This study 
tel1Δ rad52Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1,ade2-1, tel1::KAN rad52::TRP1  This study 
sml1Δ rad52Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1,ade2-1, sml1::KAN rad52::TRP1  This study 
sml1Δ rad52Δ mec1Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1, sml1 mec1::KAN rad52::TRP1  This study 
rad51Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1, rad51::TRP1  This study 
Rfa1-GFP  Mata, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1,RFA1-GFP::KAN  This study 
Rfa1-GFP rad52Δ  Mata, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1,ade2-1,RFA1-GFP::KAN, rad52::TRP1  This study 
Rfa1-GFP siz1Δ  Mata, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1, RFA1-GFP::TRP1, siz1::KAN  This study 





Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1,ade2-1, CDC13-GFP::KAN RFA1-
mCherry::TRP1 rad52::hygro  
This study 
Cdc13-myc rad52Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1,ade2-1, CDC13-13Myc rad52:: TRP1  This study 
Cdc13-myc siz1Δ rad52Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1,ade2-1, siz1::TRP1, CDC13-
13Myc::KAN rad52::HYGRO 
 This study 
Cdc13-myc rad51Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1,ade2-1, CDC13-13Myc rad51:: TRP1  This study 
DVL162  MAT a ura3-52 ade2-101, trp1Δ-1, his3-Δ200 leu2-Δ1cdc13-Δ::LYS2CF-
SUP11-TRP1/pVL 438) 
V. Lundblad (Salk Institute, San 
Diego, CA) 
DVL162 rad52Δ  MAT a ura3-52 ade2-101, trp1Δ-1, his3-Δ200 leu2-Δ1cdc13-Δ::LYS2CF- 
SUP11-TRP1 rad52::KAN  
 This study 
JC1323  Mat a, ura3-1, leu2-3 leu2-112 Rad5+, his3-11 his3-15, trp1-1,ade2-, 
siz1::TRP1; can1-100; 
J. Cobb (University of Calgary, 
Calgary, Canada) 
JC1323 rad52Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3 leu2-112 Rad5+, his3-11 his3-15, trp1-1,ade2-, 
siz1::TRP1; can1-100; rad52::HYGRO  
 This study 
JC1322  Mat a, ura3-1, leu2-3 leu2-112 Rad5+, his3-11 his3-15, trp1-1,ade2-, 
siz2::HIS3; can1-100  
J.Cobb 
JC1322 rad52Δ  Mat a, ura3-1, leu2-3 leu2-112 Rad5+, his3-11 his3-15, trp1-1,ade2-, 
siz2::HIS3; can1-100; rad52::HYGRO  
This study 
RDKY3615  MATa ura3-52 leu2Δ1 trp1Δ63 his3Δ200 lys2ΔBgl hom3-10 ade2Δ1 ade8 
hxt13::URA3  
R. Kolodner (Ludwig Institute for 
Cancer Research, San Diego, CA) 
RDKY4343  MATa ura3::KAN leu2Δ1 trp1Δ63 his3Δ200 lys2ΔBgl hom3-10 ade2Δ1 ade8 
hxt13::URA3 pif1-m2  
R. Kolodner 
RDKY3615 rad52Δ  RDKY3615 rad52::TRP1 This study 
RDKY3615 siz1Δ  RDKY3615 siz1::HYGRO This study 
RDKY3615 rad52Δ siz1Δ  RDKY3615 rad52::TRP1 siz1::HYGRO This study 
RDKY3615 Rfa1-GFP  RDKY3615 RFA1-GFP::TRP1 This study 
RDKY4343 rad52Δ  RDKY4343 rad52::TRP1 This study 
RDKY4343 siz1Δ  RDKY4343 siz1::HYGRO This study 
RDKY4343 siz1Δ rad52Δ  RDKY4343 siz1::HYGRO rad52::TRP1 This study 
RDKY4343 Rfa1-GFP  RDKY4343 RFA1-GFP::TRP1 This study 
RDKY4343 Rfa1-GFP 
rad52Δ  
RDKY4343 RFA1-GFP::TRP1 rad52::HYGRO This study 
B365-17A  Mat trp1-1 can1-100 ura3-1 leu2-3,112 ade2::hisG-URA3-hisG his3—ade2-
5’Δ--TRP1—ade2-n-his3 rad51::HIS3 rad52::TRP1 
L. Symington (Columbia University, 
New York, NY) 
B365-7A  Mat trp1-1 can1-100 ura3-1 leu2-3,112 ade2::hisG his3- ade2-5’Δ--TRP1—
ade2-n-his3 rad51::HIS3  
L. Symington 
B365-9A  MatA trp1-1 can1-100 ura3-1 leu2-3,112 ade2::hisG his3- ade2-5’Δ--TRP1—
ade2-n-his3 rad52::TRP1 
L. Symington 
DDY2472  S288C GAL-HO (leu) URA3-TG81-HOcs-LYS2 rad52::his  D. Durocher (Lunenfeld-Tanenbaum 
Research Institute, Toronto, Canada) 
DDY2472 siz1Δ DDY2472 siz1::KAN  This study 
 
Table S2. – Statistical analysis of Fig. 4 B (nucleoplasmic localization of TLC1 RNA) 
Strain  P-value 
rad52Δ versus rad52Δ mre11Δ  0.0002 
rad52Δ versus rad52Δ xrs2Δ  0.0001 
rad52Δ versus rad52Δ tel1Δ  0.0002 
rad52Δ versus rad52Δ sml1Δ  Not 
significant 
rad52Δ versus rad52Δ sml1Δ mec1Δ  0.02 
rad52Δ sml1Δ versus rad52Δ sml1Δ mec1Δ  0.13 
rad52Δ versus rad52Δ cdc13-2  0.0013 
 
Table S3. – List of all de novo telomere additions found with the Illumina sequencing approach 
Provided online is Table S3 in Excel, which lists all de novo telomere additions, found with the 
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3.1. Mise en contexte 
 
Cet article avait pour but d’étudier l’expression de l’ARN télomérique TERRA dans les 
différentes phases de croissance des levures en combinant des approches de microscopie et de 
biologie moléculaire (179)(annexe 2). L’expression de TERRA chez Saccharomyces cerevisiae est 
maintenue à un niveau très bas grâce à l’inhibition de sa transcription et à sa dégradation 
active. Lorsque les télomères sont courts, l’expression de TERRA augmente et celui-ci joue un 
rôle dans le recrutement de la télomérase aux télomères courts. Il est également connu que la 
perturbation des niveaux de TERRA peut entraîner, entre autres, des problèmes au niveau de la 
réplication des télomères, des problèmes de régulation de la taille des télomères et de la 
recombinaison entre télomères. Il existe peu de données sur les conditions cellulaires, à 
l’extérieur du raccourcissement des télomères, qui régulent l’expression de TERRA. En utilisant 
des approches de microscopie en cellules vivantes, de FISH et de RT-qPCR, nous avons étudié 
comment les différentes phases de croissance en culture influencent l’expression et la 
localisation de TERRA chez la levure. Nos résultats montrent un lien entre le métabolisme, le 
stress oxydatif, et l'expression et la localisation de TERRA. 
 
3.2. Contribution des auteurs 
 
Tous les auteurs ont participé à la conception des expériences. Pascal Chartrand et 
Emilio Cusanelli ont effectué la rédaction de l’article. Carmina A. Perez-Romero a effectué les 
expériences de FISH et d’imagerie en cellules vivantes. J’ai procédé aux expériences de RT-qPCR 
et de demi-vie des ARN. Emilio Cusanelli a effectué une partie des expériences d’imagerie en 





3.3. Texte de l’article 
3.3.1. Abstract 
 
Telomeres are maintained in a heterochromatic state that represses transcription of 
subtelomeric genes, a phenomenon known as telomere position effect. Nevertheless, telomeric 
DNA is actively transcribed, leading to the synthesis of telomeric repeat-containing noncoding 
RNA or TERRA. This nuclear noncoding RNA has been proposed to play important roles at 
telomeres, regulating their silencing, capping, repair and elongation by telomerase. In the 
budding yeast Saccharomyces cerevisiae, TERRA accumulation is repressed by telomeric 
silencing and the Rat1 exonuclease. On the other hand, telomere shortening promotes 
expression of TERRA. So far, little is known about the biological processes that induce TERRA 
expression in yeast. Understanding the dynamics of TERRA expression and localization is 
essential to define its function in telomere biology. Here, we aim to study the dynamics of 
TERRA expression during yeast cell growth. Using live-cell imaging, RNA-FISH and quantitative 
RT-PCR, we show that TERRA expression is induced as yeast cells undergo diauxic shift, a lag 
phase during which yeast cells switch their metabolism from anaerobic fermentation to 
oxidative respiration. This induction is transient as TERRA levels decrease during post-diauxic 
shift. The increased expression of TERRA is not due to the shortening of telomeres or increased 
stability of this transcript. Surprisingly, this induction is coincident with a cytoplasmic 
accumulation of TERRA molecules. Our results suggest that TERRA transcripts may play 
extranuclear functions with important implications in telomere biology and add a novel layer of 






Despite their constitutive heterochromatic state, telomeres are transcribed by RNA 
polymerase II giving rise to a class of long noncoding RNA called TERRA (telomeric repeat-
containing RNA) (156, 157). TERRA molecules localize at telomeres where they exert key 
functions including regulation of heterochromatin formation (456) and DNA replication (457). 
Furthermore, TERRA molecules play important extratelomeric functions by regulating gene 
expression through interaction with TERRA-binding sites within the genome (170). Interestingly, 
a fraction of TERRA is exported outside the cells through exosome vesicles to promote 
inflammatory response in mammalian cells (458). These findings indicate that TERRA molecules 
undergo complex dynamics within cells which are essential to TERRA’s functions. The aim of the 
present study is to define the dynamics of TERRA molecules during yeast cell growth. Using live-
cell imaging and biochemical approaches, we show that the expression and localization of 
TERRA is tightly regulated during yeast cell growth and that TERRA undergoes transient 
induction and relocalization to the cytoplasm during diauxic shift, when the cells switch their 
metabolism from fermentative glycolysis to oxidative respiration in response to glucose 
exhaustion (459). Our results suggest that TERRA transcripts may play a role in the transition 
from exponential to post-diauxic growth or in the response to the consequent oxidative stress. 
Telomeres are nucleoprotein structures assembled at the ends of eukaryotic 
chromosomes protecting them from degradation and erroneous recombination events (460, 
461). Telomeric DNA consists of a variable number of telomeric repeats followed by a single-
stranded G-rich 3′ overhang. The telomeric repeats are bound by specific telomere-binding 
proteins, forming the “shelterin” complex in mammals, which mediate telomere functions and 
are essential to telomere length homeostasis (462-464). In addition, telomeres are transcribed 
giving rise to a long noncoding RNA called TERRA, which plays key roles in telomere biology 
(161). In particular, TERRA transcripts have been proposed to promote heterochromatin 
formation at chromosome ends (456) and regulate the proper assembly of telomere-binding 
proteins to telomeric DNA (465), also known as telomere capping. Furthermore, TERRA levels 
increase during telomere dysfunction and induced TERRA expression can sustain the DNA 
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damage response triggered by dysfunctional telomeres (466, 467). On the other hand, in 
telomerase-positive yeast cells, TERRA transcripts have been proposed to act as scaffold 
molecules to promote telomerase clustering during S phase (168). In line with this evidence, 
short telomeres induce TERRA expression as they are elongated by telomerase in both budding 
and fission yeast cells (163, 168). Importantly, it has been recently shown that TERRA molecules 
exert critical extra-telomeric activities as they regulate widespread gene expression through 
their interaction with multiple genomic loci in mouse cells (170). 
TERRA is expressed in a variety of organisms, including yeasts, zebrafish, mouse and 
human, indicating a high degree of conservation (468). TERRA transcription starts from the 
subtelomeric regions of chromosomes and proceeds towards the chromosome end terminating 
within the telomeric repeat tract. For this reason, TERRA transcripts contain both subtelomeric-
derived sequences and telomeric repeats (161). In budding yeast, TERRA levels are low due to 
the activity of the nuclear 5′-3′ RNA exonuclease Rat1 which actively degrades TERRA transcripts 
(159). Furthermore, TERRA repression is regulated by the telomere-binding proteins Sir2/3/4 
and Rif1, which inhibit TERRA expression at the transcriptional level or by promoting Rat1 
activity at telomeres (165, 166). Finally, the RNA pol II-associated PAF1 complex also controls 
TERRA levels at telomeres (164). 
While the repression of TERRA transcription has been well studied, the biological 
conditions that promote TERRA expression are still poorly known, especially in budding yeast. 
To explore this question, in the current study we used biochemical and cytological approaches 
to investigate the expression and localization of TERRA transcripts during yeast cell growth. In 
particular, using live-cell imaging, RNA fluorescent in situ hybridization (FISH) and quantitative 
RT-PCR, we observed that TERRA expression from both X core and Y’ telomeres increases as 
yeast cells undergo diauxic shift. This induction is transient as TERRA levels decrease during 
post-diauxic shift. The increased expression of TERRA during diauxic shift is not due to the 
shortening of telomeres or increased half-life of TERRA transcripts. Surprisingly, this induction is 
coincident with a cytoplasmic accumulation of TERRA molecules, unlike what we observed in 
yeast cells growing in log phase. The diauxic shift is characterized by a reprogramming of gene 
expression that enables the cells to transit from the anaerobic fermentation of glucose to the 
oxidative respiration and to defend themselves against the oxidative stress resulting from the 
respiratory metabolism (398, 459, 469). Our results suggest that TERRA transcripts play a role 
during the shift from glucose fermentation to oxidative metabolism in budding yeast.  
 
3.3.3. Materials and methods 
 
3.3.3.1. Yeast strains and growth conditions 
 
All the strains used in this study were generated in FY23 background as previously 
described (168) (see Table 1). For the time course experiments, a single colony of the indicated 
strains was picked from a fresh agar plate and grown overnight at 30°C in 10 ml of liquid 
medium. The WT strain was grown in YP medium supplemented with 2% glucose. The TERRA–
MS2 clones were grown in synthetic (SD medium) supplemented with 2% glucose and 
appropriate amino acids. The time course experiments were initiated upon dilution of the 
overnight cultures to OD600 0.2. The cultures were then grown continuously at 30°C shaking 
without medium changes. Cells were collected every 2–3 h until reaching the diauxic shift 
phase, and then every 12–24 h, until reaching the stationary phase. At each time point, OD600 of 
the yeast culture was assessed. Collected cells were then processed for microscopy analyses as 
well as RNA and DNA extraction, as described below. For the glucose starvation experiments, 
upon dilution of the overnight culture to OD600 0.2, as indicated above, cells were grown in YP 
medium supplemented with 2% glucose up to OD600 0.8, at which point the cuture was divided 
into two, pelleted, and resuspended in YP + or − glucose. The resulting two cultures were then 





3.3.3.2. Live-cell imaging 
 
Live-cell imaging analyses of TERRA–MS2 clones were performed as in (180). Briefly, cells 
were collected at the indicated time points and imaged using a Zeiss Cell Observer SD spinning 
disk confocal microscope, equipped with a 100×/1.46 NA objective and an Evolve 512 EM-CCD 
camera (Photometrics) using a diode laser for GFP (491 nm/50 mW) and ET 525/50 emission 
filter for analyses of the TERRA–MS2–GFP, and a diode laser for RFP (568 nm/50 mW) and ET 
620/60 emission filter for the detection of the Rap1-mCherry. Alternatively, an epi-fluorescence 
microscope Nikon Eclipse E800, equipped with a 100×/1.46 NA objective and a Evolve 512 EM-
CCD camera (Photometrics) was used. In this setting, TERRA–MS2–GFP signal was detected 
using a FITC filter while the Rap1-mCherry signal was detected using Texas-Red filter. For the 
quantification analyses of TERRA–MS2–GFP foci during logarithmic, diauxic shift and stationary 




RNA-FISH experiments on Tel1L and Tel6R TERRA were performed as described in (168) 
with the following variations. For cells collected during diauxic shift and stationary phases, 
spheroplasts formation was performed using double amount of the oxalyticase enzyme and in 
the presence of zymolyase (60 µl of zymolyase 5 µg/ml). Spheroplasting incubation times were 
the following: 15 min (for log phase cells), 20 min (for diauxic shift cells), and 25 min (for 




3.3.3.4. RNA extraction and RT-qPCR analyses 
 
Cells were harvested at the indicated time points, washed in ice-cold PBS and 
resuspended in 400 µl of ice-cold Tris/EDTA/SDS (TES) solution (10 mM Tris pH 7.5, 10 mM 
EDTA, 0.5% SDS). A total of 400 µl of acid phenol were added to each sample and tubes were 
incubated for 1 h at 65°C with vortexing for 5 s every 10 min. Samples were then chilled on ice 
for 5 min and centrifuged at 13,000 rpm for 5 min at room temperature. Samples were further 
extracted with phenol/chloroform/isoamyl alcool and, after a chloroform extraction, RNA was 
precipitated by addition of 1/10 volume of 3 M NaAc (pH 5.2) and 2 volumes of 100% ethanol 
(ETOH). RNA was subsequently collected by centrifugation and washed with 500 µl of 70% 
ETOH. Pellets were resuspended in diethylpyrocarbonate (DEPC)-treated water and run on 1% 
MOPS agarose gel for quantification and quality control. A total of 10 µg of RNA was treated 
with 20U of DNase I (Thermo-Fisher) for 4 h at 37°C and then purified using the RNA clean & 
concentrator kit from ZymoResearch. Then, 1 µg of DNase-treated RNA was reverse transcribed 
using RevertAid Reverse Transcriptase (Thermo Fisher) at 42 °C for 1 h. For TERRA expression, a 
mix of 0.5 µmol of a C-rich primer (CACCACACCCACACACCACACCCACA) and 0.5 µg of a poly-d(t) 
primer was used for the reverse transcription reaction (RT). For the subtelomeric genes, only 0.5 
µg of a poly-d(t) primer was used. 20 ng of cDNA was used for the qPCR experiments using the 
qPCR master mix SsoFAST EvaGreen Supermix from Bio-Rad. qPCRs were carried out on a Roche 
LightCycler96. Expression levels were normalized against the ALG9 and TAF10 mRNAs, which 
expression remains stable independent of growth conditions (470), using the delta Ct method. 
For the time course experiments, TERRA expression at each time point was normalized with 







3.3.3.5. RNA half-life measurement 
 
For RNA half-life measurements during logarithmic phase, rpb1-1 cells were grown at 
22°C from OD600 0.1 to OD600 0.8 in 150 ml of YP medium supplemented with 2% glucose. Then, 
150 ml of pre-warmed (56°C) medium was added and the culture was then grown at 39°C with 
continuous shaking. Starting from when the pre-warmed medium was added as T = 0, 50 ml 
samples were collected every 10 min during 1 h, followed by RNA extraction and qPCR analyses. 
For RNA half-life measurements during diauxic shift, rpb1-1 cells were grown at 22°C from OD600 
0.1 to OD600 16–19. Then, the culture was centrifuged and half of the supernatant was removed 
and warmed up at 56°C, while the pelleted cells were resuspended in the remaining 
supernatant. Once the removed half of the supernatant reached 56°C, it was added back to the 
culture and transferred at 39°C. Starting from when the warmed supernatant was added as 
T = 0,2 ml samples were collected every 10 min during 1 h, followed by RNA extraction and qPCR 
analyses. Induction of TERRA RNA at T = 0 was verified by RT-qPCR to assure that the yeasts 
were in diauxic shift. 
RNA extraction and qPCR analyses were performed as described above with the 
exception of using the RNA pol III SCR1 RNA to normalize for TERRA and ACT1 mRNA expression 
instead of TAF10 and ALG9 mRNA. For the half-life measurements, the following equation was 
used: t1∕2 = ln2 ∕ kdecay, where kdecay is the slope of a semilogarithmic plot of RNA concentration 






3.3.3.6. Telomere length analysis by Southern blot 
 
Cells were harvested at the indicated time points and washed in ice-cold PBS. Pellets 
were resuspended in 200 µl of lysis buffer (0.01M Tris, pH8; 0.1M NaCl; 1 mM EDTA, pH8; 1% 
SDS; 2% Triton X-100) and transferred to new tubes containing 200 µl of phenol/chloroform and 
the equivalent of 200 µl of glass beads. Lysis was performed by vortexing samples 10 min at 
room temperature. After vortexing, 200 µl of TE was added to each tube and samples were 
centrifuged for 5 min at 13,000 rpm. After one step of chloroform extraction, DNA was 
precipitated at −20°C for 1 h adding 2 volumes of EtOH 100%. DNA was resuspended in 200 µl 
RNAse A water solution and incubated at least 1 h at 37°C. Genomic DNA was subsequently 
quantified on agarose gel. For Southern blot analyses, 10 µg of genomic DNA was digested with 
BglII, run overnight (30 V) in 1% agarose gel, and processed for DNA hybridization. Hybridization 






3.3.4.1. TERRA expression is induced during diauxic shift in Saccharomyces 
cerevisiae 
 
We previously developed a live-cell imaging assay which enabled us to visualize and 
study TERRA transcripts expressed from a single telomere in real time by fluorescence 
microscopy (168, 180). To this aim, we used the MS2–GFP system which relies on the high-
affinity binding between a 21 nt-long stem loop MS2 RNA and the MS2 RNA-binding coat 
protein. We generated strains (TERRA–MS2 strains) containing two or six MS2 sequences 
integrated at telomeres 1L or 6R, downstream of the TERRA transcription start site. Expression 
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of the GFP-fused MS2 coat protein enabled us to image single-telomere TERRA transcripts in 
living cells. Using this approach, we observed that TERRA transcripts expressed from a single 
telomere accumulate at the periphery of the nucleus, forming a discrete TERRA–MS2–GFP focus 
in a small population of cells (Fig. 24a) (168). 
These results were observed by culturing the TERRA–MS2 clones in synthetic medium 
(SD) during exponential growth. During these experiments, we noticed that the number of cells 
expressing TERRA–MS2–GFP foci varied when a yeast culture was grown over logarithmic phase 
in the original medium. During yeast cell growth, when glucose becomes limiting in the medium, 
cells transit from the logarithmic phase to diauxic shift, in which they switch their metabolism to 
catabolize different carbon sources. The diauxic shift coincides with a decreased growth rate 
and precedes stationary phase (469). Furthermore, the yeast metabolic switch from 
fermentation to respiration is characterized by changes in gene expression at both mRNA and 
protein levels which enable the metabolic reprogramming and the response to the consequent 
oxidative stress. For this reason, we investigated the expression of TERRA throughout the 
different phases of yeast growth. 
To this aim, we performed time course experiments using four different TERRA–MS2 
clones grown continuously in synthetic medium. Cells were collected at different time points 
and the number of TERRA–MS2–GFP foci-expressing cells was assessed by fluorescence 
microscopy (Fig. 24b). As expected, early in logarithmic phase (OD600 < 1), we observed between 
10–15% of cells expressing TERRA–MS2–GFP foci. However, at later time points, the percentage 
of TERRA–MS2–GFP-expressing cells progressively decreased. This condition suddenly changed 
when the cells entered the diauxic shift, between OD600 6–7, when a marked increase in TERRA–
MS2–GFP foci from either telomere 1L or 6R was detected in each of the four clones analyzed 
(Fig. 24b). This condition was transient, with the number of cells expressing TERRA–MS2–GFP 
foci decreasing when the cells entered the stationary phase (OD600 > 10). Quantification of cells 
expressing TERRA–MS2–GFP foci from telomeres 1L and 6R during log phase, diauxic shift (24–
48 h in culture), post-diauxic shift (72 h in culture) and stationary phase (96 h in culture) 
confirmed an accumulation of cells expressing TERRA foci in diauxic shift compared to log phase, 
followed by a decline in TERRA-expressing cells in post-diauxic and stationary phase (Fig. 24c). 
Interestingly, during diauxic shift, multiple TERRA–MS2–GFP foci per cell were detected, 
differently from cells growing during logarithmic phase which show mainly a single TERRA–
MS2–GFP focus within their nucleus. These experiments indicate that the expression of TERRA is 
regulated during the various phases of yeast cell growth. 
To confirm these results, we performed time course experiments using WT yeast cells 
grown continuously in rich medium (YPD). In rich medium, diauxic shift occurs at higher cell 
density (OD600 12–16; after 14–18 h of growth), compared to synthetic medium (OD600 5–7, 
after 15–48 h of growth). Cells were collected at various time points throughout the different 
phases of growth for OD600 measurements and subsequent RNA extraction. Quantitative RT-PCR 
analyses of TERRA transcripts revealed an increase in TERRA expression levels during diauxic 
shift as compared to logarithmic phase (Fig. 25). Importantly, increased levels of TERRA 
correlated with increased levels of expression of CTT1 and SDH2, two genes which are known to 
be induced during diauxic shift (472) (Figure S6). The induction of TERRA expression was 
detected from telomeres 1L, 6R, 10R (Fig. 25a) as well as Y’ element-containing telomeres (Fig. 
25b), indicating that this phenomenon applies to TERRA transcripts expressed from multiple 
chromosome ends. In line with the results obtained with TERRA–MS2 clones, the induction in 
TERRA expression was transient with Tel1L, Tel6R, Tel10R and Y’ TERRA levels decreasing as the 
cells proceed through post-diauxic shift (Fig. 25). 
Since TERRA is actively degraded by the Rat1 exonuclease, we asked whether the 
increased levels of TERRA could be due to a stabilization of TERRA transcripts during diauxic 
shift. To investigate this question, a yeast strain harboring a temperature-sensitive allele of RNA 
pol II (rpb1-1) was used to measure the half-life of TERRA transcripts in log phase and diauxic 
shift following inhibition of transcription at non-permissive temperature. These experiments 
revealed that TERRA half-life does not change between logarithmic phase and diauxic shift in 
yeast (Table 2), suggesting that increased TERRA levels detected during diauxic shift are not due 
to an increased stability of these transcripts but more likely to an increased transcription. 
In budding yeast, as in fission yeast and human cells, TERRA expression is regulated by 
telomere length (163, 168, 413, 456). In particular, telomere shortening induces TERRA 
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expression while telomere re-elongation results in decreased TERRA levels. For this reason, we 
analyzed telomeres length by Southern blot during the various phases of growth: logarithmic, 
diauxic shift, post-diauxic shift and stationary phase. As shown in Fig. 26, no detectable changes 
in telomere length were observed during cell growth, indicating that mechanisms independent 
of telomere length homeostasis are responsible for the regulation of TERRA expression during 
yeast cell growth. 
Since TERRA expression is inhibited by the SIR complex, a reduction of Sir proteins at 
telomeres during diauxic shift could be associated with increased expression of subtelomeric 
genes and TERRA (473, 474). Indeed, a partial relocalization of Sir3 from telomeres to other 
genomic loci during diauxic shift has been recently reported (475). To explore this possibility, we 
used available microarray datasets to measure the expression of subtelomeric genes within 10 
Kb of telomeres during diauxic shift (398). No global increase in expression was observed among 
the 82 subtelomeric genes during diauxic shift (Fig. 27a), suggesting that SIR-dependent 
transcriptional repression is maintained in this condition. However, the expression of specific 
subtelomeric genes may still be modified during diauxic shift. We, therefore, measured the 
expression of genes within 1Kb of telomeres 1L (YAL068W-A), 6R (YFR057W) and 15L 
(YOL166W-A), or 5Kb from telomere 6R (IRC7), during diauxic shift using quantitative RT-PCR. A 
more than fivefold induction of YAL068W-A and YOL166W-A was observed during diauxic shift 
compared to log phase, while expression of YFR057W was increased by only 50% and IRC7 was 
strongly repressed (Fig. 27b, c). Interestingly, a similar expression pattern for these genes was 
observed upon culturing yeast cells under glucose starvation conditions, which recapitulate the 
diauxic shift triggered when glucose concentrations become limiting in the culture medium 





3.3.4.2. TERRA transcripts are exported to the cytoplasm during diauxic shift 
 
In log phase, TERRA transcripts are nuclear and their localization is regulated during the 
cell cycle, with TERRA molecules preferentially localizing with their telomere of origin during S 
phase (168). We used the TERRA–MS2 clones to investigate the cellular distribution of TERRA 
molecules expressed from telomere 1L and telomere 6R in living cells during diauxic shift. 
Interestingly, microscopy analyses revealed that the majority of TERRA–MS2–GFP foci 
accumulate within the cytoplasm (Fig. 28a, b). Furthermore, we frequently observed multiple 
TERRA–MS2–GFP foci per cell, which is consistent with an increase in TERRA levels during 
diauxic shift, as compared to the logarithmic phase when a single perinuclear TERRA–MS2–GFP 
focus is detected (Fig. 24a). To confirm these results, we analyzed the localization of TERRA 
transcripts by RNA fluorescence in situ hybridization experiments (RNA-FISH) using both WT 
cells and TERRA–MS2 clones grown until diauxic shift phase. In these experiments, we used 
fluorescently labeled probes designed to specifically recognize TERRA transcripts expressed 
from telomere 1L (Tel1L-TERRA) and telomere 6R (Tel6R-TERRA). RNA-FISH experiments 
revealed an increased number of TERRA-expressing cells in diauxic shift compared to cells in 
logarithmic phase (Fig. 29a, b), which is consistent with live-cell imaging and RT-qPCR data. 
Consistent with the results obtained using live-cell imaging, a predominantly cytoplasmic 




Our study provides novel insights into the regulation of TERRA expression and 
localization. We report that TERRA levels oscillate during yeast cell growth and that TERRA 
expression is induced during diauxic shift. Telomere restriction fragment (TRF) analysis revealed 
no changes in telomere length during the various phases of yeast growth. Furthermore, we 
observed no variations in the half-life of TERRA transcripts during logarithmic phase and diauxic 
shift. These findings indicate that TERRA expression during yeast cell growth is most likely 
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regulated through transcriptional control. In addition, the induction of TERRA detected during 
the diauxic shift is transient, which supports a model in which specific transcription factors may 
be recruited to chromosome ends to promote TERRA expression. Interestingly, putative genes 
within 1 Kb of telomeres 1L (YAL068W-A), 6R (YFR057W) and 15L (YOL166W-A) are also induced 
during diauxic shift and glucose starvation. While YAL068W-A and YOL166W-A have dubious 
ORFs and are transcribed on the opposite strand from TERRA, YFR057W is transcribed toward 
the telomere 6R end, like TERRA, suggesting that the ends of chromosomes are subject to active 
transcriptional regulation during diauxic shift. Our findings suggest that TERRA may play a role in 
the oxidative metabolism or in the response to the oxidative stress. Indeed, in human 
myotubes, TERRA is induced by the antioxidant transcription factor Nrf1 during endurance 
exercise (161). Furthermore, a previous study has shown that telomerase deletion in yeast and 
subsequent telomere shortening induces an up-regulation of oxidative phosphorylation genes 
and proliferation of mitochondria, a phenomenon similar to diauxic shift (476). Since telomere 
shortening induces TERRA expression, this raises an intriguing link between telomere biology 
and oxidative metabolism. 
While yeast promoters are generally downregulated during diauxic shift, some specific 
promoters have been found to be induced during this phase (477). The Msn2/4, Gis1 and Rph1 
are transcription factors known to regulate gene expression during the diauxic shift and in 
response to stress conditions (478, 479). More specifically, Msn2, Gis1 and Rph1 have been 
shown to play a role in regulating the expression of subtelomeric genes during diauxic shift or 
upon oxidative stress (409, 479). It will be interesting to investigate the role of these 
transcription factors in the regulation of TERRA expression in logarithmic phase, as well as 
diauxic shift phase and upon stress conditions. 
Unexpectedly and in stark contrast with the nuclear localization of TERRA during log 
phase, we observed that TERRA transcripts are predominantly cytoplasmic during diauxic shift. 
This is different from TERRA overexpression in log phase cells, like in tlc1Δ or rat1-1 mutant 
strains, which accumulate this lncRNA in the nucleus (168). It will be interesting to investigate 
whether TERRA RNA molecules localize to mitochondria, stress granules or P-bodies during the 
diauxic shift to understand their potential function during this phase of yeast growth. Recent 
evidence in fission yeast indicates that TERRA expression is increased during quiescence, a 
condition characterized by reversible block in cell divisions and a global reduction in gene 
expression (413). Interestingly, in quiescent cells TERRA up-regulation may promote telomere 
rearrangements through formation of RNA:DNA hybrids at chromosome ends (480, 481), 
indicating that TERRA can play a key role in telomere biology in non-dividing cells. It will be of 
particular interest to investigate potential extranuclear functions of TERRA during quiescence 
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3.3.7. Figures and tables 
 
Table 1. – Yeast strains used in this study 
Yeast strains Genotype Sources 
FY23 Mata ura3-52 trp1-Δ63 
leu2-Δ1 
C. Cole 
rpb1-1 Mat ura3-52 rpb1-1 A. Jacobson 
FY23 2MS2-Tel1L 
Rap1-mCherry 
Mata ura3-52 trp1-Δ63 
leu2-Δ1 2MS2::telomere 
1L cherry-KAN::Rap1 
Cusanelli et al. (2013) 
FY23 6MS2-Tel1L 
Rap1-mCherry 
Mata ura3-52 trp1-Δ63 
leu2-Δ1 6MS2::telomere 
1L cherry-KAN::Rap1 
Cusanelli et al. (2013 
FY23 2MS2-Tel6R 
Rap1-mCherry 
Mata ura3-52 trp1-Δ63 
leu2-Δ1 2MS2::telomere 
6R cherry-KAN::Rap1 
Cusanelli et al. (2013) 
FY23 6MS2-Tel6R 
Rap1-mCherry 
Mat A ura 3–52 trp1-Δ63 
leu2-Δ1 6MS2::telomere 
6R cherry-KAN::Rap1 









Figure 24. –  Accumulation of TERRA during diauxic shift in yeast.  
A. Image of a GFP-labeled TERRA–MS2 focus in log phase cell by live-cell microscopy. Rap1-
mCherry is used to label the nucleus. Scale bar 1 µm. B. Time course analysis of 2× or 6xMS2-
tagged Tel1L and Tel6R TERRA clones reveals an increased percentage of cells expressing TERRA 
during diauxic shift (between OD600 6–10). A WT strain expressing the MS2–GFP fusion protein 
was used as negative control for non-specific MS2–GFP foci formation. C. Quantification of 
TERRA foci accumulation during log phase (OD600 0.2–0.4), diauxic shift-1 (+ 24 h) and -2 (+ 48 
h), post-diauxic (+ 72 h) and stationary phase (+ 96 h) in the clones expressing Tel1L-MS2 TERRA 




Figure 25. –  TERRA expression is upregulated during diauxic shift.  
RT-qPCR analysis shows that TERRA from telomeres 1L, 6R, 10R (A) and Y’ (B) is induced during 
diauxic shift compared to cells in logarithmic phase. Expression of TERRA was normalized 
on ALG9 and TAF10 mRNAs. Data are representative of 3–5 independent experiments 
 
 
Table 2. – Half-life of TERRA in log phase and diauxic shift (N ≥ 3) 
RNA Half-life (min) 
Log phase Diauxic 
shift 
Tel1L TERRA 29 ± 6 26 ± 7 
Tel6R TERRA 39 ± 8 37 ± 2 
Y’ TERRA 23 ± 3 31 ± 14 






Figure 26. –  Telomere length is maintained during diauxic shift.  
Genomic DNA was extracted from each time point of the time course analyzed. DNA was 
digested using BglII restriction enzyme and telomere length was analyzed using a radioactive 





Figure 27. –  Telomere position effect is maintained during diauxic shift. 
A. Heat map showing the expression of 82 subtelomeric genes from log phase (0 h) to diauxic 
shift (18.5 h). Red and green indicate fold increase and decrease, respectively, in gene 
expression (expressed as log2). B. Expression of subtelomeric genes YOL166W-A (telomere 15L) 
and YAL068W-A (telomere 1L) located 1 Kb from the telomeric repeats. C. Expression of 
subtelomeric genes YFR057W and IRC7, 1 and 5 Kb from telomere 6R, respectively. *p < 0.05; 
**p < 0.01; ***p < 0.005; ****p < 0.001 
 
 
Figure 28. –  Accumulation of TERRA in the cytoplasm of cells in diauxic shift. 
 A. Microscopy analysis of MS2-tagged Tel1L and Tel6R TERRA clones reveals an accumulation of 
TERRA foci in the cytoplasm during diauxic shift. Rap1-mCherry is used to label the nucleus. 
Scale bar 1 µm. B. Quantification of yeast cells expressing either Te1lL or Tel6R TERRA, with 




Figure 29. –  FISH detects TERRA induction and accumulation in the cytoplasm during diauxic shift.  
A Quantitative FISH analysis of endogenous Tel1L and Tel6R TERRA in yeast cells during diauxic 
shift. Scale bar 1 µm. B. Quantitative FISH confirms the induction of Tel1L and Tel6R TERRA in 
the yeast cell population during diauxic shift. C. TERRA foci accumulate in the cytoplasm during 
diauxic shift compared to log phase. Log phase (OD600 0.3–0.4) or diauxic shift (OD600 4.9–6.9) 





3.3.8. Supplementary materials 
 
 
Figure S6. – Validation of diauxic shift induction using specific gene markers. 
RT-qPCR analysis shows that CTT1 and SDH2 mRNAs are induced during diauxic shift compared 
to cells in logarithmic phase. Expression of these transcripts was normalized on ALG9 and TAF10 
mRNAs. * p<0.05; ** p<0.01; ***p<0.001; ****p<0.0001 
 
Figure S7. – Expression of TERRA and subtelomeric genes during glucose starvation. 
Expression of TERRA from telomere 1L, telomere 6R, telomere 10R, Y’ telomeres and 
subtelomeric genes YOL166W-A (telomere 15L), YAL068W-A (telomere 1L), YFR057W and IRC7. 
The ALG9 gene is used as negative control. 
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4.1. Mise en contexte 
 
Ce manuscrit avait pour but d’étudier la localisation et l’organisation des télomères 
exprimant l’ARN non-codant télomérique TERRA (telomeric repeats containing RNA). La 
localisation à la membrane nucléaire et l’agrégation des télomères influence la répression de la 
transcription sous-télomérique. Dans ce contexte, nous avons étudié le comportement des 
télomères exprimant TERRA dans le but de vérifier si l’expression de TERRA était corrélée avec 
une localisation ou un comportement télomérique particulier. En utilisant des approches de 
microscopie en cellules vivantes, d’immunoprécipitation de la chromatine (ChIP) et de RT-qPCR, 
nous avons étudié les liens entre l’expression de TERRA, la longueur des télomères et la 
cohésion télomérique. Nos données montrent que les télomères courts perdent leur cohésion 
durant la phase S. Cette perte de cohésion dépend de la protéine Sir4, mais est indépendante 
du rôle du complexe SIR dans l’établissement de l’hétérochromatine aux télomères. Le 
recrutement forcé de la cohésine à un télomère court diminue l’expression de TERRA et élimine 
la perte de la répression à ce télomère. Ces travaux renforcent l’hypothèse que les complexes 
de maintenance structurelle (SMC) sont des régulateurs importants de l’expression de TERRA 
par leur effet sur l’organisation structurelle générale des télomères. 
 
4.2. Contribution des auteurs 
 
Emilio Cusanelli est à l’origine du projet. Pascal Chartrand, Emilio Cusanelli et moi-même 
avons participés à la conception des expériences. J’ai effectué la rédaction du manuscrit. Emilio 
Cusanelli a effectué les expériences de microscopie impliquant TERRA et a participé aux 
expériences de ChIP. Hadrien Laprade et moi-même avons effectué le reste des expériences 
d’imagerie en cellules vivantes. Emilio Cusanelli et moi-même avons effectué les expériences de 




4.3. Texte de l’article 
4.3.1. Abstract 
 
The heterochromatin state of telomeres represses the transcription of nearby regions. 
Nevertheless, telomeres are transcribed in a telomeric repeat-containing long non-coding RNA 
called TERRA. In Saccharomyces cerevisiae, TERRA expression is repressed by Sir-mediated 
transcriptional inhibition and Rat1-dependent degradation. However, at short telomeres, TERRA 
escape this inhibition and accumulate in a single focus that nucleates telomerase molecules in a 
cluster named T-Recs. T-Recs allow the concentration of telomerase activity and its targeting to 
short telomeres may promote their preferential elongation. TERRA expression is also altered by 
telomere length-independent mechanisms in response to different stresses by unknown 
mechanisms. Herein, we report that TERRA expression correlates with premature loss of 
telomere cohesion in S phase in budding yeast. This loss of cohesion is induced by telomere 
shortening in a Sir4-dependent, but Sir2-independent manner. Furthermore, we show that 
cohesin regulates TERRA expression at several telomeres and forced recruitment of cohesin at a 
short telomere inhibits TERRA expression. Our findings suggest a role for cohesin and telomere 




Telomeres are the structure at the end of linear chromosomes which preserves genomic 
integrity by preventing their detection as double strand breaks (DSB), as their erroneous repair 
could trigger chromosomes end-to-end fusions (463). In Saccharomyces cerevisiae, telomeres 
are composed of 300 bp of TG(1-3) with a 15 nt 3’ overhang (1, 2). Double stranded telomere 
sequences are bound by the Rap1 protein, which in turn recruits the proteins Rif1 and Rif2. 
Their binding promotes end protection, inhibits DNA damage response and inhibits telomere 
elongation (1, 2). Rap1 also interacts with the SIR complex which is responsible for the 
establishment of heterochromatin at telomeres, as phenomenon known as telomere position 
effect (TPE) by which telomere proximal transcription is inhibited (1, 2). Due to the end-
replication problem, chromosomes ends cannot get fully replicated and telomeres shorten with 
each cell division (482). To bypass telomere shortening, highly dividing cells and most unicellular 
organisms express telomerase, a ribonucleoprotein complex with a reverse transcriptase activity 
that add telomeric repeats to replenish telomeres (77, 483). In S. cerevisiae, a cis protein-
counting mechanism, by which the length of telomeres dictates the number of telomere-bound 
telomerase negative regulators, allows a preferential recruitment of telomerase to short 
telomeres (19, 20, 24, 26, 77, 137, 139).  
Still, telomeres are transcribed in a long non-coding RNA called TERRA. The expression of 
TERRA and of telomere proximal genes is negatively regulated in cis by the SIR complex, via a 
telomere length dependent mechanism (162, 166). Rap1, Rif1 and Rif2 also contribute to the 
inhibition of TERRA by their interaction and activation of the Rat1 5’-3’ exonuclease, which 
degrades TERRA (159, 162, 166). These telomere length-dependent mechanisms regulating 
TERRA expression license short telomeres to express more TERRA. Indeed, a small number of 
telomeres can escape repression and express TERRA, which accumulate into nuclear foci and 
nucleate telomerase recruitment clusters (T-Recs) (168). These clusters represent a higher-order 
structure of telomerase that allow the concentration of telomerase activity targeted for the 
extensive elongation of short telomeres (168, 176).  
Structural maintenance complexes (SMC) have been recently shown to regulate 
transcription at telomeres in yeast. One of the SMC complex is the ring-shaped cohesin 
complex, which is composed of three main proteins, namely Smc1, Smc3 and 
Mcd1/Scc1/Rad21, and of three associated proteins regulating cohesin functions: Scc3, Pds5 
and Wpl1 (304, 484). Its principal role is to establish sister chromatid cohesion after DNA 
replication until anaphase. Cohesin loading on chromosomes is promoted by the loading 
complex Scc2-Scc4 and is not regulated by a sequence motif (304, 484). Cohesin-associated 
regions (CARs) are often AT-rich domains found at intergenic regions or in convergent 
transcription regions (319, 322). Cohesin can be loaded on chromosomes in G1 but it is actively 
removed by the interaction of the Wpl1-Pds5 complex with the Smc3-Mcd1 interface, which 
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destabilizes the ring complex favoring cohesin release from chromatin (304, 340, 485). When 
the cell commits to replication, the Smc3 head domain is acetylated by Eco1, antagonising the 
interaction with Wpl1-Pds5 and locking the cohesin ring on the chromatin (304, 354). This 
allows the entrapment of sister chromatids by the cohesin ring during S phase. Cohesion is 
maintained up to anaphase, when the APC/C complex triggers the release of the separase 
enzyme, which cleaves the cohesin subunit Mcd1 (304, 484). This allows the release of sister 
chromatids from cohesin rings and proper sister chromatids segregation between the mother 
and the daughter cells.  
Recent evidence suggests that alteration of the structural organisation of telomeres 
impacts telomeric transcription. Indeed, growing the temperature sensitive allele mcd1-1, a 
subunit of the cohesin complex, at semi-permissive temperature disrupts subtelomeric genes 
expression in a TPE-independent manner (486). Our laboratory recently showed that another 
SMC complex, called SMC5/6, plays a role in the structural organisation of telomeres and its 
disruption induces defects in telomere localisation, clustering, TPE and TERRA repression (473). 
Furthermore, disruption of telomere clustering and localisation at the nuclear membrane 
affects TPE (70, 147-149). Herein, we show that short telomeres display premature loss of 
cohesion in S phase, which correlates with TERRA expression. This loss of cohesion is dependent 
on Sir4, but not on TPE. Finally, we found that the presence of cohesin, and cohesion, at 




4.3.3.1. TERRA-expressing telomeres display premature loss of cohesion in S 
phase 
 
To study the dynamics of TERRA-expressing telomeres in living cells, we coupled the MS2 
system to image TERRA expression from a single telomere with simultaneous imaging of its 
telomere labeled with the TetO-TetR system (168, 180). Briefly, six MS2 stem-loops were 
integrated 80 nucleotides upstream of the telomeric repeats of telomere 6R (tel6R) in a manner 
that when TERRA is transcribed from that telomere, the resulting RNA molecules possess MS2 
stem-loops (Figure 30A). The coexpression of the MS2 coat-protein fused to GFP (MCP-GFP) 
allowed the labelling of Tel6R-TERRA with GFP. To simultaneously image the telomere 6R, an 
array of 112 TetO repeats was introduced in the subtelomere 6R and the coexpression of a 
TetR-mCherry fusion protein allowed its detection by live-cell imaging (Figure 30A). The specific 
integration at telomere 6R of the TetO array was verified by Southern blot (Figure S8). Following 
imaging of both GFP-labeled Tel6R-TERRA RNA and mCherry-labeled telomere 6R, we noticed 
that a significant number of TERRA expressing cells displayed a telomere 6R doublet in S phase, 
as established by the bud-to-mother ratio (Figure 30B). This observation was surprising since 
these doublets are typical of sister chromatid separation during anaphase but, in this case, 
telomere doublets were seen much earlier in the cell cycle.    
To investigate if this premature loss of cohesion was specific to TERRA-expressing 
telomeres, we determined if telomere 6R loss of cohesion was observed when TERRA was 
expressed from another telomere, like telomere 1L. In this case, MS2 stem-loops were 
integrated upstream of the telomere 1L, while TetO repeats were in the subtelomere 6R. We 
observed that in over 60% of S-phase cells expressing Tel6R-TERRA, telomere 6R doublets were 
visible. Conversely, when Tel1L-TERRA was expressed, less than 10% of S phase cells displayed a 
loss of cohesion at telomere 6R (Figure 30C). These results suggest that the loss of telomere 
cohesion in early S-phase correlates with TERRA expression from this telomere.  
 
4.3.3.2. Telomere shortening induces loss of telomeric cohesion 
 
Short telomeres are known to behave differently than normal length telomeres. They 
replicate earlier and display reduced TPE and enhanced TERRA transcription (23, 31, 168, 487). 
For this reason, we investigated if telomere shortening could recapitulate our observations on 
TERRA-expressing telomeres. To do so, we used a system based on the galactose-inducible 
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shortening of a single telomere developed by the Marcand lab (488) (Figure 31A). Briefly, a 
cassette composed of 270nt of telomeric repeats and a URA3 selection gene, both flanked by 
FRT (FLP1 recognition target) sites, was integrated at the telomere 6R. Expression of the FLP1 
recombinase under the control of a galactose inducible promoter triggers removal of the 
telomeric repeats and the URA3 gene, leading to the formation of a single short telomere. A 
control strain was generated with only the URA3 gene flanked by the FRT sites integrated at the 
telomere 6R. In this control, only the URA3 gene is removed by the recombinase, leaving the 
telomere tracts intact (Figure 31A). Tel6R doublets formation was then assessed by using the 
TetO-tetR system described above. The functionality of the galactose inducible tel6R shortening 
was verified by Southern blot and by qPCR assay (Figure S8E-F, Figure S10).  
By using these systems, we noticed an increase in premature loss of cohesion at short 
telomeres in early S-phase cells (Figure 31B). Quantification of telomere 6R doublets showed 
that 43% of cells with shortened telomere 6R displayed impaired sister chromatid cohesion, 
while only 2% of cells with telomere 6R at normal length displayed abnormal cohesion in S 
phase (Figure 31C). Furthermore, time-lapse imaging of telomere cohesion dynamics in S phase 
showed that telomere 6R doublets are transient (Figure S9). Indeed, a telomere 6R focus could 
split in a doublet and reform a single focus a few times during a single S phase.  
Genome-wide chromatin immunoprecipitation (ChIP) analyses of cohesin subunits in 
yeast have revealed the presence of cohesin binding near telomeres of several chromosomes 
(319). To determine if the loss of cohesion was due to a reduction of cohesin binding near 
telomeres, we investigated if telomere shortening induces a decrease in cohesin enrichment by 
ChIP. To do so, we immunoprecipitated the cohesin complex via its subunit Mcd1 fused to a 
13XMYC tag. To be able to detect discrete cohesin enrichment sites at telomere 6R, we used 
multiple primer pairs along the telomere 6R subtelomeric region, within 6kb before the 
telomeric tracts (Figure 31D). As controls to assess that possible changes at the telomere were 
only due to telomere shortening, we designed primers for amplicons at 70, 90 and 100kb from 
the telomere on the right arm of the chromosome 6. These sites are far enough from the 
telomere 6R that they should not be affected by telomere 6R shortening. The 70kb and 100 kb 
loci upstream of telomere 6R were used as positive controls, as they showed enrichment of 
Mcd1 in a previous study (319). The 90kb locus upstream of telomere 6R was used as a negative 
control, as it showed low Mcd1 binding in the same study. After immunoprecipitation (IP), 
enrichment of Mcd1 was normalized on the 100kb locus to remove artefacts due to difference 
in overall IP efficiency between experiments. Specificity of the immunoprecipitation was 
assessed by performing a mock IP (Figure S10A-B). As expected, we detected an enrichment of 
Mcd1 at the 70kb locus but not at the 90kb locus, validating our ChIP assay (Figure 31E). Overall, 
the subtelomeric region of telomere 6R showed a low enrichment for Mcd1, with the exception 
of a single binding site at 1kb from the telomeric repeats (Figure 31E). Surprisingly, shortening 
of telomere 6R did not induced any noticeable change in Mcd1 binding and enrichment at 
telomere 6R (Figure 31E). These results suggest that the loss of cohesion observed at a short 
telomere 6R may not be due to a reduction in cohesin binding near this telomere, but may be 
caused by a step downstream in the establishment of cohesion.  
 
4.3.3.3. Sir4 plays a role in the length-dependent regulation of telomere 
cohesion. 
 
As telomere cohesion is impaired at short telomeres, we investigated if the deletion of 
telomeric proteins known to regulate telomere length could affect telomeric cohesion. We used 
the inducible tel6R shortening system and the TetO-TetR-mCherry imaging to quantify loss of 
cohesion at a short telomere in various mutants, such as SIR2Δ, SIR4Δ, RIF1Δ, RIF2Δ or PIF1Δ. 
Interestingly, none of these deletions increased the number of cells showing a telomere 6R 
doublet, either in strains with normal or short telomere 6R (Figure 32). This suggests that 
cohesion at telomeres might not be regulated by a telomere-specific mechanism. In opposition, 
deletions known to increase telomere length, such as RIF1Δ, RIF2Δ and PIF1Δ, decreased the 
number of cells with short telomere 6R displaying a telomere doublet (Figure 32). In these 
mutants, telomere length is increased by 100 to 600bp (24, 382), so a short telomere in these 
backgrounds will end up with a normal length or a long telomere. This suggests that the 
cohesion defect at telomeres is typical of short telomeres and is regulated by telomere length.  
149 
 
We also looked if heterochromatin at telomeres may affect the premature loss of 
cohesion at short telomeres. We repeated the quantification of telomere 6R doublets in SIR2Δ 
and SIR4Δ mutants. Importantly, SIR2Δ and SIR4Δ cells show only a minimal telomere 
shortening of less than 50 bp (489). Surprisingly, tel6R shortening in a SIR4Δ background nearly 
completely suppressed telomere doublet formation (Figure 32). On the other hand, deletion of 
SIR2 did not induce a significant reduction of tel6R doublets compared to the SIR2 wild-type 
strain (Figure 32). This result shows that Sir4 is important to control cohesion at short 
telomeres. This role of Sir4 at short telomeres is counterintuitive as short telomeres have less 
Sir4 binding sites. Also, the absence of a similar effect in a SIR2Δ background suggests that the 
role of Sir4 is independent from the deacetylation function of the SIR complex.  
 
4.3.3.4. Cohesin acts in cis to inhibit TERRA expression and increase TPE 
 
To study the potential role of the impaired cohesion observed at short telomeres, we 
turned again to TERRA expression, as we showed above that loss of telomere cohesion is linked 
to increased TERRA expression. Furthermore, cohesin regulates TERRA expression in human 
cells (457, 490). To study the impact of telomere cohesion on telomeric transcription, we used 
the temperature sensitive mutant mcd1-1. At a restrictive temperature of 37oC, mcd1-1 cells are 
not viable because of cohesion defects (361). However, at the semi-permissive temperature of 
31oC, mcd1-1 cells are viable, showing only a slight growth defect, suggesting that global 
genomic cohesion is maintained at this temperature (486). A recent study has shown that 
growing the mcd1-1 mutant at semi-permissive temperature induced a telomere silencing 
defect, increasing the expression of subtelomeric genes (486). This temperature also promotes 
a 20% increase in the loss of telomere cohesion (486). We therefore applied this assay to 
determine if cohesin plays a role in regulating TERRA expression at telomeres. By growing mcd1-
1 cells at 31oC, we confirmed the derepression of several subtelomeric genes by quantitative RT-
PCR (Figure 33A). Furthermore, we were able to assess that the silencing defect observed in the 
mcd1-1 mutant also applied to TERRA expressed from nearly all the telomeres tested (Figure 
33A), suggesting that cohesin also regulates TERRA expression.  
To validate the role of cohesin on telomeric transcription, we modified the TetO-TetR 
system to force the recruitment of cohesin on a short telomere. Using a fusion of TetR to the 
cohesin subunit Mcd1 or the loading complex protein Scc4, the cohesin complex could be 
recruited to the telomere 6R with a tetO array. Combined with the inducible telomere 
shortening system, the effect of forced cohesion on the transcription at a short tel6R could be 
tested (Figure 33B). In cells expressing TetR-mCherry, Tel6R-TERRA expression was increased by 
more than 20X when tel6R was shortened, without affecting TERRA expressed from other 
telomeres (Figure 33C). Furthermore, the expression of YFR057W, the closest ORF to the 
telomere 6R which is heavily regulated by TPE, was also increased by more than 40X without 
affecting the expression of IRC7, an ORF located more than 5kb upstream of tel6R, showing a 
decrease of TPE when telomere 6R is shortened (Figure 33D). Interestingly, forced recruitment 
of Mcd1 or of the cohesin loading complex Scc2-Scc4 at a short telomere 6R completely 
suppressed the effect of telomere shortening on both TERRA expression and on the 
subtelomeric gene YFR057W (Figure 33C-D). Altogether, these results support a role for 
telomere cohesion in the repression of telomeric transcription in cis. Furthermore, this suggests 
that loss of cohesion at short telomeres is another regulatory mechanism licensing higher 




In this study, we used live-cell imaging of a single short telomere to study the impact of 
telomere shortening on the telomere structural organisation and transcription. By doing so, we 
observed a premature loss of cohesion at short telomeres in early S phase. In addition, time-
lapse acquisition showed that tel6R doublets are transients, suggesting that sister chromatids go 
through cycles of association-dissociation or that the reformation of a single focus is obtained 
by the probabilistic colocalisation of both chromatids. Nonetheless, the transient nature of 
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telomere 6R doublets suggests that the number of telomere 6R showing an impaired sister 
chromatid cohesion might be underestimated.  
Surprisingly, this loss of cohesion is not caused by a decreased binding of cohesin at the 
telomere, as demonstrated by the unaltered ChIP enrichment of Mcd1-13MYC at a short 
telomere 6R. This might suggest that the observed loss of cohesion is induced at a step 
downstream of cohesin loading in the cohesion establishment pathway. Impairment of Smc3 
acetylation by Eco1 or enhanced interaction with Wpl1-Pds5 could lead to such a phenotype. As 
such, they are good candidates for further investigation.  
Furthermore, our results show that telomere length regulation of cohesion is dependent 
on Sir4 but does not depend on Sir2. This is surprising and points towards a unique role for Sir4 
in this process, independent from its role in the SIR complex and in telomeric heterochromatin 
formation. One role specific for Sir4 is the localisation of telomeres to the nuclear membrane. 
The presence of different semi-redundant pathways to tether telomeres at the nuclear 
membrane suggests that different complexes might exist at the membrane. These complexes 
may establish different membrane sub-compartments and regulate differentially telomere 
biology, reminiscent of how the differential localisation of DSBs at the nuclear membrane can 
favor different DNA repair pathways (232, 291). We hypothesize that the Sir4-dependant 
telomere membrane anchoring pathway could play a role in differentially regulate short 
telomere cohesion. Indeed, 60% of telomeres in WT cells shows a membrane localisation while, 
in a SIR4Δ background, there is 10-20% less telomeres at the membrane (154). These telomeres 
that cannot localize at the membrane in cells lacking Sir4 might represent short telomeres. 
Investigating the role of Sir4-mediated membrane anchoring in the loss of cohesion at short 
telomeres could provide new insights in the roles of the nuclear membrane periphery in 
telomere biology. 
In addition, we showed that telomere cohesion negatively regulates TERRA expression 
and TPE in cis. Given the role of TERRA in promoting telomerase cluster (T-Recs) formation, the 
loss of cohesion at short telomeres may be necessary to allow TERRA expression. Like us, others 
have reported a role for Mcd1 in repressing subtelomeric genes in a SIR-independent manner 
(486). While the mechanism by which the cohesin complex may impact telomeric transcription 
remains unclear, a minor but still significant increase of the H4K16ac histone mark in mcd1-1 
cells grown at a semi-permissive temperature was observed, opening the possibility that 
cohesin might regulate the formation of subtelomeric heterochromatin (486). In human cells, 
the association of cohesin and CTCF establishes a physical barrier to the propagation of 
heterochromatin, limiting the activity of histone modifying enzymes (327, 363). In S. cerevisiae, 
no such physical barrier has been discovered at telomeres. Indeed, the limit of the propagation 
of telomeric heterochromatin is thought to be established by the competition between the 
histone deacetylation activity of the SIR complex and the histone acetylation activity of Sas2 
(39). Nonetheless, even if the changes in histone acetylation state in a mcd1-1 mutant are 
minor, this could reveal a potential function for telomere cohesion in inhibiting subtelomeric 
histone acetylation and, by doing so, limiting the spreading of euchromatin in subtelomeres. 
This role for the cohesin complex would be similar to its insulator element function at the HMR 
locus (366). 
In conclusion, this study establishes a novel pathway by which short telomeres can 
regulate TERRA expression and TPE. We propose that the Sir4-mediated differential membrane 
localisation of short telomere perturbs cohesion establishment and that, in turn, alleviates 
TERRA repression (Figure 34). The mechanisms by which cohesion affect transcription are still 
unclear but global structural organisation have been shown to affect telomere transcription. As 
cohesin is already an established TERRA expression regulator in human cells, it is possible that 








4.3.5. Experimental procedures 
 
4.3.5.1. Yeast strains 
 
All the strains used in this study were generated in a W303 background, with the 
exception of the strains used to quantify TERRA expression by microscopy, which are derived 
from FY23 and are taken from (168) (see Table S4). Yeast knockout strains were generated by 
disrupting the SIR2, SIR4, RIF1, RIF2 or PIF1 genes by a one-step PCR disruption method using 
the HYGRO selection marker. The Mcd1-13MYC strains were generated by the introduction of 
13MYC tag at the MCD1 chromosomal locus and were generated by a PCR one-step tagging 
method using a pFA6A-13Myc-KANMX4 plasmid (447). Verification of these strains was 
performed by PCR and Western blot. The 112TetO-tel6R strains were generated by the 
introduction at telomere 6R of a 112TetO::Kan cassette extracted by digestion from a 
pRS306 112-TetO-tel6R::KAN plasmid. Validation of the strains was performed by Southern blot 
and microscopy (Figure S8). The tel6R shortening strains were generated by integration at the 
end of telomere 6R of the 225 (CTR) or the 229 (SHORT) cassettes extracted by digestion from 
the corresponding plasmids. The galactose inducible Flp1 recombinase was added by integration 
of the pFV17 plasmid. Verification of the integrations was performed by PCR and Southern blot. 
The inducible shortening was verified by Southern blot and gDNA-qPCR (Figure S8, Figure S10C).  
 
4.3.5.2. Live-cell imaging 
 
Yeast cells were grown overnight at 30°C and then diluted to an OD600 of 0.1 and grown 
until an OD600 of 0.3–0.4. For TERRA-MS2-GFP foci imaging and telomere 6R doublets imaging 
experiments, cells were imaged with a Zeiss Axio-Observer Z1 Yokogawa CSU-X1 spinning disk 
inverted confocal microscope, using a 100×/1.46 NA objective, an EMCCD Evolve camera 
(Photometrics, 512×512 pixels, 16 µm), a 488nm 100mW diode and a 561nm 40mW diode. 0,29 
µm steps Z-stacks were acquired spanning the whole nucleus. At least 50 cells were scored for 
each experiment.  
 
4.3.5.3. Telomere shortening experiment 
 
Cells were grown overnight at 30°C in YP+raffinose. In the morning, yeast cultures were 
diluted to an OD600 of 0.1-0.2 in YP+galactose and grown for 3 hours to allow expression of Flp1 
recombinase. Then, glucose was added to the culture and let to grow for 2 additional hours to 
stop the expression of Flp1 and recover from galactose. Telomere shortening was confirmed 
using qPCR (Figure S10C). 
 
4.3.5.4. Chromatin Immunoprecipitation 
 
Cells were grown as explained in the “telomere shortening experiment” experimental 
procedure. Then, 50mL aliquots were fixed in 1% formaldehyde for 15 minutes. PFA was 
quenched by adding 3 mL glycine 2,5M pH8 for 5min. Cells were collected and washed twice in 
ice-cold PBS. Pellets were resuspended in 400 μl lysis buffer (50 mM HEPES pH 8, 140 mM NaCl, 
1 mM EDTA, 1% sodium deoxycholate, 1% Triton X-100) containing protease inhibitors (EDTA-
free protease inhibitor mix and 1 mM PMSF, Roche) and RNase inhibitor (2 mM vanadyl 
ribonucleoside complex [VRC]). Cells were lysed using glass beads by vortexing 10 times × 1min. 
Lysates were eluted in new tubes by needle puncturing and centrifuged 3 min at 2,000 rpm and 
4°C, and supernatants were transferred into new tubes. Samples were sonicated using a Fisher 
Scientific model 120 sonic dismembrator to obtain 500bp chromatin fragments.  
 Samples were then precleared for 1 hr at 4°C with 45 μl of equilibrated Dynabeads 
protein G (Invitrogen). After a preclearing step, 2% was kept for the input sample, 48% was kept 
to check sonication, and the rest was split in 2 to perform the immunoprecipitation overnight at 
4°C. To one half of the remaining sample, a monoclonal 9E10 anti-MYC antibody (Roche) was 
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added and to the other half no antibody was added (Figure S10A). The following day, 45 μl of 
Dynabeads were added to each sample, and binding to the antibodies was allowed for 1 hr at 
4°C. Protein bead complexes were collected and washed 6 times for 5 min each at 4°C. The first 
two washes with 1 mL of lysis buffer; the two subsequent washes with 1 mL of lysis buffer 
containing 500 mM NaCl; the fifth wash with 500 μl of LiCl wash buffer (10 mM Tris pH 8, 1 mM 
EDTA pH 8, 0.25 M LiCl, 0.5% NP-40, 0.5% sodium deoxycholate); and the last wash with 500 μl 
of NaCl wash buffer (10 mM Tris pH 8, 1mM EDTA pH 8, 100 mM NaCl). Protein bead complexes 
were eluted in 200 μl elution buffer (10 mM Tris pH 8, 1 mM EDTA pH 8, 1% SDS) at 65°C for 2h. 
Then supernatant was transferred to a new tube and decrosslink was performed at 65°C 
overnight with 25 μg of proteinase K. The next day, RNase A was added and samples were 
incubated at 37°C for 2h. DNA purification was performed by phenol/chloroform and 
chloroform extractions followed by DNA precipitation overnight at −20°C. DNA was 
resuspended in 40 μl of H2O and repurified using a PCR purification column kit and eluted in 400 
µL. qPCR experiments were performed in triplicates using 2 μl of sample per reaction. 
Enrichments were calculated by the % of input method.  
 
4.3.5.5. RNA Extraction and RT-qPCR Analyses 
 
For the forced cohesion experiments, cells were grown as explained in the “telomere 
shortening experiment” experimental procedure. For the mcd1-1 experiment, cells were grown 
overnight at 23°C and then diluted to an OD600 of 0.1. They were then grown at 31°C until an 
OD600 of 0.3–0.4. Cells were then washed 2X in ice-cold PBS, and resuspended in 400 μl of ice-
cold Tris/EDTA/SDS (TES) solution (10 mM Tris [pH 7.5], 10 mM EDTA, 0.5% SDS). 400 μl of acid 
phenol were added and samples were incubated for 1 hr at 65°C with vortexing for 5 sec every 
10 min. Samples were then centrifuged at 13,000 rpm for 10 min at 4°C. Supernatant then were 
purified by phenol/chloroform and chloroform extractions followed by RNA precipitation by the 
addition of 1/10 volume of 3 M NaAc (pH 5.2) and 2 volumes of 100% ethanol (ETOH). RNA was 
subsequently washed with 500 μl of 70% ETOH and resuspended in diethylpyrocarbonate-
treated (DEPC) water. Nanodrop was used to assess purity and to quantify RNA. 1 µg was run on 
agarose gel for quality control. A total of 10 μg of RNA was treated with DNase I (Fermentas) for 
4 hr at 37°C, and purified on a RNA purification kit (E.Z.N.A.). 1 µg of DNase-treated RNA was 
reverse transcribed by using a Superscript IV reverse transcriptase enzyme (ThermoFisher) and a 
mix of 0,5 µmol of a C-rich primer (CACCACACCCACACACCACACCCACA) and 0,5 µg of a polyd(t) 
primer. 20µg of cDNA was used for the qPCR experiments. qPCR experiments were performed 
using the qPCR master mix SsoFAST EvaGreen Supermix from Bio-Rad. qPCR was carried out on 


















4.3.6. Figures and tables 
 
 
Figure 30. –  TERRA-expressing telomeres display impaired cohesion. 
(A) Representation of telomere 6R insertions to image simultaneously Tel6R-TERRA and 
telomere 6R itself. MS2 stem-loops sequences were introduced to allow visualisation of MCP-
GFP/MS2-Tel6R-TERRA. An array of TetO repeats was integrated in the subtelomere to allow 
visualisation of TetR-RFP/TetO-tel6R. (B) Live-cell image of a telR-TERRA expressing telomere 
displaying an early S-phase loss of cohesion. Arrow points to TERRA focus. Scale bar = 1μm. (C) 
Quantification of the number of S-phase cells expressing TERRA from specific telomeres that 
show a tel6R doublet. 11 cells expressing Tel1L-TERRA and 20 cells expressing Tel6R-TERRA were 
followed during a 30 minutes time course with 2 minutes time points. 
 
 
Figure 31. –  Short telomere display cohesion defects while maintaining a constant amount of Mcd1 
bound at the telomere. 
(A) Representation of the inducible shortening system used to study a single short telomere. 
The expression of the Flp1 recombinase allows the removal of a cassette flanked by two FRT 
sites introduced at the extremity of the telomere 6R. The cassette is composed of the URA3 
selection marker and can have 270nt of telomeric repeats. (B) Live-cell image of early S phase 
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cells showing normal telomere 6R cohesion (top) or loss of cohesion at telomere 6R (bottom). 
Telomere 6R was detected using the TetO-TetR-mCherry system. Scale bar = 1μm. (C) 
Quantification of the number of S phase cells that have a telomere 6R doublets in relation to 
telomere 6R length. Data shown represent mean ± SD (N=3). *** p < 0.001, using unpaired t test 
(D) Representation of the telomere 6R subtelomeric region. Grey arrows represent ORF and 
blue lines represent amplicons used in the ChIP assay (from left to right: 5,6kb-tel6R; 4,6kb-
tel6R; 4,2kb-tel6R; 3,6kb-tel6R; 2,2kb-tel6R; 1kb-tel6R; 0,2kb-tel6R). (E) Enrichment of Mcd1-
13MYC at tel6R region. Mcd1 enrichment is shown as % of input and is normalized on the 
enrichment at 100kb-tel6R. The 70kb and 100kb loci were used as positive controls and 90kb 
locus as a negative control. The amplicons used are represented in panel D. Data shown 
represent mean ± SD (N=7). 
 
Figure 32. –   Telomere loss of cohesion is dependent on telomere length and on Sir4. 
Quantification of the number of S phase cells that have a telomere 6R doublet in different 
knockout strains. Data shown represent mean ± SD (N=3). ** p < 0.01, ***p < 0.001 using 
unpaired t test. 
 
Figure 33. –  Cohesin regulates TERRA expression and telomere proximal transcription.  
(A) Quantification of the expression of TERRA and subtelomeric genes from various telomeres in 
a mcd1-1 background at semi-permissive temperature (31°C). Expression was normalized with 
expression from MCD1 WT background at the same temperature. Dotted line represents an 
expression value of 1. Data shown represent mean ± SD (N=4). * p < 0.05, ** p < 0.01, *** p < 
0.001, **** p < 0.0001, using unpaired t test. (B) Representation of the forced cohesion system 
used to study the effect of forced cohesion on the expression of TERRA at a single short 
telomere. (C and D) Quantification of the expression of Tel6R-TERRA and telomere 6R 
subtelomeric genes when cohesin was forced at telomere 6R. Forced cohesin binding was 
obtained by using either TetR-Mcd1 or TetR-Scc4. The expression of tel1L-TERRA and Y’-TERRA 
was used as controls for the induced Tel6R-TERRA expression by telomere 6R shortening. TetR-
mCherry was used as a negative control. Expression was normalized using a normal length 
telomere 6R and using TAF10 mRNA as a reference RNA. Data shown represent mean ± SD 





Figure 34. –   Model for the telomere length regulation of TERRA expression by telomeric cohesion.  
In S phase, short (top) and long (bottom) telomeres differentially localize to the nuclear 
membrane. When telomeres are short, Sir4 localize them close to the nuclear membrane that 
impair cohesion establishment. Normal cohered telomeres inhibit TERRA and telomeric 






Table S4. – Yeast strains used in this study 
Strains  Genotype  Source 
FY23 Mat A ura 3-52 trp1-Δ63 leu2-Δ1  
FY23 2MS2-Tel1L 
112xTetO-Tel6R 
TetR-RFP / MS2-GFP 
Mat A ura 3-52 trp1-Δ63 leu2-Δ1 
2MS2::telomere1L 112xTetO-KAN::telomere6R 
TetR-RFP-NAT::chrVII YCPlac22 MS2-GFP 
Cusanelli et al. (2013) 
FY23 2MS2-Tel6R 
112xTetO-Tel6R 
TetR-RFP / MS2-GFP 
Mat A ura 3-52 trp1-Δ63 leu2-Δ1 
2MS2::telomere6R 112xTetO-KAN::telomere6R 
TetR-RFP-NAT::chrVII YCPlac22 MS2-GFP 
Cusanelli et al. (2013) 





Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 





Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 






Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 







Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 








Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 




W303 Gal1p- Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 This study 
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Flp1 225 (CTR) bar1 Δ pFV17-Gal1p-Flp1::LEU2 225-URA3::tel6R 
W303 Gal1p-
Flp1 229 (SHORT) 
Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 
bar1 Δ pFV17-Gal1p-Flp1::LEU2 229-URA3::tel6R 
This study 
W303 Gal1p-
Flp1 225 (CTR) 
MCD1-13MYC::KAN 
Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 




Flp1 229 (SHORT) 
MCD1-13MYC::KAN 
Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 







Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 
bar1 Δ 112xTetO-KAN::telomere6R TetR-
mCherry-NAT::chrVII pFV17-Gal1p-






Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 








Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 
bar1 Δ 112xTetO-KAN::telomere6R TetR-
mCherry-NAT::chrVII pFV17-Gal1p-






Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 








Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 
bar1 Δ 112xTetO-KAN::telomere6R TetR-
mCherry-NAT::chrVII pFV17-Gal1p-






Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 








Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 
bar1 Δ 112xTetO-KAN::telomere6R TetR-
mCherry-NAT::chrVII pFV17-Gal1p-






Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 








Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 
bar1 Δ 112xTetO-KAN::telomere6R TetR-
mCherry-NAT::chrVII pFV17-Gal1p-






Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 










Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 






Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 
bar1 Δ 112xTetO-KAN::telomere6R TetR-
mCherry-NAT::chrVII 
This study 










Mat a, ura3-1, leu2-3, his3-11, trp1-1, ade2-1 




Figure S8. Southern blot validation of proper integration of the TetO and the telomere 
shortening system. 
(A) Representation of the Southern experiment to visualise the integration of TetO repeats at 
tel6R. The SpeI digestion sites and the expected size of SpeI fragments are shown. In green is 
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the hybridization site of the chromosome 6 probe used to verify the integration of TetO repeats 
at telomere 6R. It is located just before the TetO integration site. In red is the hybridization site 
of the TetO probe used to verify the single integration of TetO repeats. (B) Southern blot of 5 
clones with the chr6 probe showing the integration of TetO repeats at tel6R in the 5 clones. (C) 
Southern blot showing the proper stripping of the chr6 probe from the membrane shown in the 
panel B. (D) Subsequent Southern blot after the stripping shown in panel C with the TetO probe. 
It shows the single integration of TetO repeats at tel6R in the 5 clones with clone 1, 4 and 5 
having a heterogeneous number of repeats integrated. (E) Representation of the Southern 
experiment to visualise the functionality of the tel6R shortening system. The 225 cassette 
represent the control cassette without telomeric repeats in it. The 229 cassette represent the 
cassette with 270bp of telomeric repeats. The SpeI digestion sites and the expected size of SpeI 
fragments are shown. In black is the hybridization site of the tel6R probe used to verify the size 
of the telomere end fragment containing the telomeric repeats. It is located just before the 
shortening cassette integration site. (F) Southern blot with the tel6R probe showing the 
integration of the 225 and 229 cassettes at tel6R in lane A and B. lane C shows a WT tel6R 
length. Lanes D and E show the final length of tel6R once, respectively, the 229 and 225 
cassettes are removed by the Flp recombinase. The 229 cassette gives a shorter than WT tel6R. 
 
 
Figure S9. Time-lapse confocal imaging of an S phase cell showing transient telomere 6R 
doublet. 
Time-lapse microscopy analysis shows transient tel6R doublet during S phase. Tel6R is labelled 
by the integration of a TetO array in the subtelomere region of tel6R and the expression of a 
TetR-mCherry fusion protein. The localisation of tel6R was analyzed by performing z stack 
acquisitions every 5 min and relevant Z steps are shown. White arrows indicate the time points 





Figure S10. Validation of the efficiency of the ChIP and the tel6R inducible shortening system. 
(A) Validation of the specificity of the anti-MYC immunoprecipitation. Samples presented in 
figure 31E were split in half and underwent a simultaneous Mock IP. Mcd1 enrichment is shown 
as % of input and is normalized on the enrichment at 100kb-tel6R in the MYC IP. The amplicons 
used are represented in figure 31D. Data shown represent mean ± SD (N=7). (B) Statistical 
analysis of the panel A. P-values were calculated using unpaired t-test to compare the MOCK IP 
vs the MYC IP for each strain and each amplicon. (C) qPCR validation of the efficiency of the 
inducible shortening of tel6R. An amplicon was designed with a primer just before the first FRT 
site of the shortening cassette depicted in figure 31A and the other one in the URA3 gene. In the 
absence of galactose-inducible tel6R shortening, qPCR performed on genomic DNA allows 
detection of this amplicon. As the expression of the FLP1 recombinase under the control of a 
galactose inducible promoter removes the binding site of the URA3 primer, the efficiency of the 
shortening of the telomere 6R can be measured by the diminution of the abundance of this 
amplicon by qPCR. An amplicon in the IRC7 gene, 5 kb downstream of the telomere 6R, was 
used for normalisation. Yeasts grown in glucose were used as a reference point. * p < 0.05, ** p 
< 0.01, *** p < 0.001, using unpaired t test.  
5. Discussion 
 
Dans le premier article, nous avons montré un nouveau trafic intranucléaire de l’ARN 
TLC1 durant le cycle cellulaire et démontré l’implication de ce trafic pour restreindre l’activité 
de la télomérase. En effet, la séquestration de l’ARN TLC1 dans le nucléole en phase G2/M 
semble jouer un rôle pour empêcher la télomérase d’interférer avec la machinerie de réparation 
homologue sur les cassures d’ADN. Les acteurs principaux de ce trafic sont l’hélicase Pif1, la 
SUMO ligase Siz1, les protéines de la HR Rad52 et Rad51 ainsi que la protéine télomérique 
Cdc13. Aussi, pour déterminer l’effet de la séquestration de l’ARN TLC1 au nucléole sur l’ajout 
de novo de télomère, nous avons développé une nouvelle approche basée sur le séquençage à 
haut débit Illumina. L’implication de ces protéines et de cette technique sera discutée de façon 
plus détaillée ci-dessous.  
Dans le second et le troisième article, nous avons étudié la régulation de TERRA, un ARN 
non-codant transcrit par les télomères et régulateur de la télomérase. Nous avons montré qu’au 
moment de la transition diauxique, la transcription de l’ARN TERRA est induite. Cette induction 
est accompagnée de la relocalisation de ces ARN au cytoplasme. La fonction de cette induction 
et relocalisation est encore inconnue. Nous avons aussi exploré le lien entre la longueur des 
télomères, la cohésion et la transcription télomérique. Les télomères courts, par un mécanisme 
dépendant de Sir4, induisent un défaut de cohésion en cis qui est nécessaire pour permettre 
l’expression de TERRA. Ces deux mécanismes de régulation de l’expression de TERRA seront 
discutés plus en détail ci-dessous. 
 
5.1. La régulation en phase G2/M de la télomérase 
 
Il est connu que la télomérase peut se localiser aux télomères en phase G1 et S du cycle 
cellulaire mais cela mène à l’élongation des télomères seulement en phase S. Cela démontre 
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une régulation en G1 pour inhiber l’activité de la télomérase. Cette régulation différentielle en 
phase G1 et S dépend de la phosphorylation de Cdc13 par les kinases Tel1 et Cdk1 (2, 133). 
Notre laboratoire a aussi démontré l’implication de TERRA et de la formation de T-Recs, une 
structure d’ordre supérieur de la télomérase, dans la régulation de l’activité de la télomérase 
durant la phase S (136, 168). Par contre, peu est connu sur la régulation de la télomérase en 
phase G2/M. Il a été démontré in vitro dans des cellules humaines que l’activité de la 
télomérase n’était pas diminuée en phase G2/M (491). Par contre, elle ne l’est pas non plus en 
phase G1 et la cellule repose sur d’autres mécanismes pour réguler l’activité de la télomérase 
aux télomères. La séquestration au nucléole de l’ARN TLC1 représente donc un nouveau modèle 
quant à la régulation de la télomérase en phase G2/M, en ajout au désassemblage du complexe 
de la télomérase en fin de phase S.  
 
5.2. Pif1 et la restriction de l’accès au substrat 
 
Un des acteurs principaux du trafic nucléoplasmique de l’ARN TLC1 est l’hélicase Pif1, qui 
est connue pour inhiber la localisation de la télomérase aux télomères et aux DSBs (381, 382). 
En l’absence de Pif1, la télomérase reste au nucléoplasme, probablement encore aux télomères. 
En effet, la délétion de PIF1 entraîne un hyper allongement des télomères. Étant donné la 
fonction d’hélicase de Pif1, son effet sur le trafic de la télomérase est possiblement limité à la 
restriction de l’accès au substrat et pas directement à la translocation de l’ARN TLC1 au 
nucléole. Il sera intéressant d’identifier par quel mécanisme supplémentaire l’ARN TLC1 est 
activement localisé au nucléole. 
En plus de son action aux télomères, Pif1 se localise aussi aux DSBs où sa fonction est 
identique et consiste à être une barrière au recrutement de la télomérase. Son rôle est 
primordial car la mutation de pif1 induit, à elle seule, une augmentation supérieure à 500 fois 
du nombre d’addition de novo de télomère aux DSBs. Son effet est additif à toutes les autres 
voies de régulation de l’ajout de novo de télomère démontrant son rôle unique. Son rôle a été 
clarifié de façon élégante par les équipes du Dr. Durocher et du Dr. Chang (492). En effet, 
l’activité de Pif1 établie la limite entre ce qu’est un télomère et ce qu’est un DSB. Grâce à 
l’induction d’un DSB unique et à la modulation des séquences au site, ils ont démontré qu’il 
existe une limite précise au nombre de nucléotides TG au site de cassure et, au-dessus de cette 
limite, Pif1 n’a plus d’effet sur l’inhibition du recrutement de la télomérase (492). En effet, au-
delà de 34pb de répétitions télomériques, la télomérase devient insensible à l’inhibition par Pif1 
(492) (Fig.35). Cette longueur de 34pb servirait donc de limite pour discerner ce qui constitue un 
télomère en phase S. Il est proposé que cette limite représente le basculement où le 
recrutement de Cdc13, et donc le recrutement de la télomérase, devient supérieur à l’inhibition 
par Pif1 (492). Il est à noter que cette limite existe aussi au niveau des télomères extrêmement 
courts. En effet, les télomères <40pb démontrent un recrutement inefficace de la télomérase 
renforçant l’hypothèse d’une différenciation entre DSB et télomère selon la longueur de la 
séquence télomérique (492). Cela implique que l’induction de GCRs par la délétion ou mutation 
de PIF1 provient de l’addition de novo de télomère à des sites possédant moins de 34 TG au site 
de cassure. 
 
5.3. Les protéines de la recombinaison homologue et la 
régulation de l’ajout de novo de télomère 
 
Des acteurs importants de la régulation du trafic de la télomérase sont les protéines de 
la HR. En présence de dommage à l’ADN, il y a une augmentation de la relocalisation 
nucléoplasmique de la télomérase démontrant qu’en présence de certaines cassures d’ADN, 
probablement des cassures non-réparables, l’ajout de novo de télomère peut être une stratégie 
de survie potentielle pour la cellule. Par contre, le nombre de cellules démontrant cette 
relocalisation est minime, suggérant qu’en conditions normales, et en présence de DSBs, 
l’accumulation de l’ARN TLC1 au nucléole est maintenue pour favoriser les voies de réparations 
classiques qui ont lieu dans le nucléoplasme. Cette inhibition se fait par Rad52. En effet, après 
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Pif1, une des barrières importantes à l’ajout de novo de télomère et à la localisation 
nucléoplasmique de l’ARN TLC1 est la protéine Rad52.  
L’effet de la délétion de RAD52 sur l’augmentation du nombre de GCR peut provenir de 
plusieurs fonctions inhibitrices de Rad52 et de la voie de HR. Une de ces fonctions est 
l’inhibition de la localisation nucléoplasmique de l’ARN TLC1. Cette fonction est, parmi les 
protéines de la HR, unique à Rad52 et passe par l’inhibition du recrutement de Cdc13 aux DSBs. 
En effet, la délétion d’autres protéines de la HR n’est pas suffisante pour induire une 
relocalisation de l’ARN TLC1. De plus, plusieurs d’entre elles suppriment l’effet de la délétion de 
RAD52, démontrant que certaines protéines, en plus de jouer un rôle dans la réparation 
classique des dommages à l’ADN, sont importantes pour l’ajout de novo de télomère. Parmi 
celles-ci se trouvent le complexe MRX et la kinase Tel1, dont leur rôle dans la promotion de 
l’ajout de novo de télomère était déjà suggéré par l’effet de leur délétion dans les essais GCR 
(374).  
Par contre, l’effet suppresseur de la délétion de RAD51 sur l’effet de la délétion de 
RAD52 est surprenant. Étant toutes les deux centrales à la HR, il aurait été normal qu’elles 
possèdent un effet similaire. Au centre de cette opposition se trouve la protéine Cdc13, qui est 
importante pour le recrutement de la télomérase aux télomères et aux DSBs. En effet, le mutant 
cdc13-2, qui empêche l’interaction Cdc13-Est1, centrale au recrutement de la télomérase, 
supprime l’augmentation d’ajout de novo de télomère causée par la mutation de pif1 (58, 384). 
Selon nos résultats, cette mutation empêche également la relocalisation de l’ARN TLC1, 
démontrant l’importance de l’interaction Cdc13-Est1 dans la régulation de ce processus. Étant 
donné le rôle central de Cdc13, il n’est pas étonnant que l’effet de Rad52 et de Rad51 passe par 
leur action sur celle-ci. La présence de Cdc13 aux DSBs avait déjà été démontrée par ChIP (232). 
Nous avons pu, par immunofluorescence (IF), confirmer la formation d’un focus Cdc13 aux DSBs 
chez environ 20% des cellules. Un des rôles de Rad52 serait donc d’inhiber l’accumulation de 
Cdc13 aux DSBs et ainsi l’empêcher de servir de plateforme pour le recrutement de la 
télomérase. En effet, la délétion de RAD52 induit, non seulement une augmentation du nombre 
de cellules démontrant un focus Cdc13, mais la formation de focus plus gros et plus intense 
témoignant d’un nombre plus grand de protéines Cdc13 recrutées. Par contre, la délétion de 
RAD51 entraîne l’effet opposé, inhibant de façon drastique le recrutement de Cdc13 aux DSBs, 
confirmant ainsi la dépendance de Cdc13 à Rad51 observé précédemment par ChIP (232). Étant 
donné que la délétion de RAD51 supprime l’effet de la délétion de RAD52 sur la localisation 
nucléoplasmique de l’ARN TLC1, les deux protéines semblent agir dans la même voie mais de 
façon opposée. Aussi, cela suggère que l’effet de Rad51 sur le recrutement de Cdc13 ne 
nécessite pas la présence ou l’action de Rad52.  
Bien que le mode d’action de Rad51 pour permettre le recrutement de Cdc13 aux DSBs 
reste inconnu, l’effet inhibiteur de Rad52 pourrait être expliqué par son rôle dans la stabilisation 
de RPA sur l’ADN simple brin. En effet, il a été démontré qu’en l’absence de Rad52, l’association 
du complexe RPA avec l’ADN simple brin passe par différents cycles d’association-dissociation 
permettant ainsi son remplacement par d’autres complexes RPA ou d’autres protéines liant 
l’ADN simple brin tel Cdc13 (228, 229). Par contre, en présence de Rad52, l’interaction de RPA à 
l’ADN simple brin est stabilisée et ne permet plus de cycles d’association-dissociation (228, 229). 
Récemment, des travaux du groupe de recherche du Dre. Friedman ont confirmé que 
Rad51 et Rad52 travaillent en opposition pour le recrutement de Cdc13 aux sites de cassures 
(493). Par contre, nos résultats divergent sur certains points, principalement dû à des raisons 
méthodologiques. Leurs résultats d’essai GCR montrent que la délétion de RAD51 entraîne une 
diminution d’événements de GCR à un site d’une centaine de paires de bases riche en TG 
considérée comme étant un site préférentiel de GCR (493). Aussi, l’ajout de la délétion de 
RAD52 restore le nombre de GCR au niveau basal (493). Leur modèle propose donc que Rad52 
inhibe l’ajout de novo de télomère mais seulement en l’absence de Rad51 qui sinon, supprime 
l’effet de Rad52. De plus, par ChIP, bien qu’ils montrent la diminution déjà connue du 
recrutement de Cdc13 en l’absence de Rad51, ils ne voient pas d’augmentation de la présence 
de Cdc13 en l’absence de Rad52 (493). 
Les données d’essai GCR publiées montrent une augmentation du nombre de GCR de 
près de 10x pour la délétion de RAD51 et de plus de 100x pour la délétion de RAD52 ce qui ne 
concorde pas avec la diminution observée dans cet article (384). Cette différence provient de la 
méthodologie employée et de la façon de rapporter les résultats. En effet, l’équipe de recherche 
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du Dre. Friedman procèdent à un essai GCR mais induisent une cassure à environ 3kb d’un site 
riche en nucléotides TG à l’aide d’une endonucléase (493). De plus, ils ne regardent pas les 
évènements de GCR ayant lieu au site de cassure mais ceux ayant lieu à un site riche en 
nucléotides TG (493). Aussi, étant donné l’absence de différence significative entre leurs 
conditions sur le nombre d’événements de GCR, ils quantifient le pourcentage d’événements 
prenant lieu au site riche en nucléotides TG, du côté centromérique à celui-ci ou entre celui-ci et 
le site de cassure (493). Une diminution du pourcentage d’événement ayant lieu au site riche en 
nucléotides TG dans une condition ne signifie donc pas nécessairement une diminution globale 
de l’ajout de novo de télomère. On peut, par conséquent, remarquer dans leurs données brutes 
qu’en l’absence de Rad52, il y a une augmentation de nombre global d’événements d’ajout de 
novo de télomère. La délétion de RAD51, quant à elle, a un effet mineur sur le nombre total de 
GCR mais diminue drastiquement le nombre d’ajout de novo de télomère, induisant 
principalement des translocations et délétions. La délétion simultanée des deux protéines induit 
une diminution du nombre d’événement de GCR et d’ajout de novo de télomère par rapport à la 
délétion de RAD52 seule, ramenant le niveau global à un niveau proche des cellules sauvages. 
Ces données sont donc compatibles avec notre modèle de régulation.  
La différence entre nos résultats pour le recrutement de Cdc13 dans une souche délétée 
de RAD52 peut être expliquée par la différence de technique. En effet, par microscopie nous 
détectons le recrutement et l’accumulation de Cdc13 sur possiblement de multiples sites tandis 
que par ChIP, ils ne mesurent que l’accumulation de Cdc13 sur une région de 500pb.  
Malgré tout, ces résultats confirment un rôle de Rad51 dans le recrutement de Cdc13 
ainsi qu’une opposition de Rad52 et Rad51 dans la régulation de cet événement. L’utilisation de 
techniques non biaisées d’induction et de détection des sites d’ajout de novo de télomère 
pourrait permettre de réconcilier les résultats obtenus par microscopie et par essai GCR induit à 
des sites génomiques précis, et ainsi arriver à un modèle unique de la régulation du 
recrutement de Cdc13 et de l’impact de celui-ci sur la localisation de la télomérase. 
Une autre différence entre nos travaux est le type de dommage à l’ADN généré pour 
étudier l’ajout de novo de télomère. Ceux-ci peuvent être « propres » ou « encombrés » et cette 
différence joue déjà un rôle dans le choix de voie de réparation. La bléomycine induit une 
cassure d’ADN doubles brin par la création de 2 cassures simple brin proches l’une de l’autre 
(494). Elle est aussi accompagnée par la formation d’intermédiaires réactifs induisant des 
modifications des bases, des modifications de la structure, des formations d’adduits et du 
pontage inter-brin (494). L’induction d’une cassure par endonucléase, quant à elle, produit une 
cassure propre. Étant donné que les sites de cassures encombrés inhibent les voies de 
réparation par ligation des extrémités et nécessite une résection et la présence du complexe 
MRX, il est possible que la régulation des GCRs soit différente aussi dépendamment du type de 
cassure, expliquant ainsi certaines différences entre les techniques (116, 117).  
Par exemple, la délétion de RAD52 a un effet marqué sur l’ajout de novo de télomère 
lors de l’essai GCR classique. Par contre, lors de l’induction d’une cassure par une endonucléase, 
l’effet de Rad52 sur l’ajout de novo de télomère n’est pas nécessairement visible (Fig.35). La 
régulation par Rad52 sur l’ajout de novo de télomère est donc peut-être différente selon le 
substrat. De plus, il est connu que Rad52 inhibe l’hyper-résection et que sa délétion favorise 
donc le SSA (495). Par contre, un mutant de rad52 inhibant uniquement sa fonction d’inhibition 
de l’hyper-résection sans affecter ses propriétés de liaisons à RPA et Rad51 démontre une 
sensibilité altérée à différents agents inducteur de cassures. En effet, en affectant uniquement 
cette fonction, les cellules mutantes, comparativement aux cellules délétées, perdent leur 
sensibilité à l’hydroxyurée (HU), à la camptothécine et à la phléomycine tout en maintenant une 
sensibilité au méthanesulfonate de méthyle (MMS) (495). Ceci confirme que différents types de 
cassures ne nécessitent pas toutes les mêmes fonctions de Rad52 et que sa délétion peut avoir 





Figure 35. –  Effet de la taille de la séquence TG au site de cassure et de la présence de Rad52 sur 
l’ajout de novo de télomère à un site de cassure induite par l’endonucléase HO. 
L’expression de l’endonucléase HO est sous le contrôle d’un promoteur GAL1. La cassure d’ADN 
double brin est induite par ajout de galactose dans la culture. La présence du gène URA3 proche 
du site de cassure nous permet de suivre, par immunobuvardage de type Southern, l’ajout de 
novo de télomère, visible sous la forme d’une traînée au-dessus de la bande d’ADN. L’ajout de 
24 ou 48 répétitions TG au site de cassure (24TG-HOcs ou 48TG-HOcs) permet de distinguer 
l’effet de ces séquences sur l’ajout de novo de télomère. Six heures après l’induction de la 
cassure, la cassure avec 48 répétitions TG est réparée par l’ajout de novo de télomère mais pas 
celle avec 24 répétitions TG. La délétion de RAD52 n’a pas d’effet additionnel sur le processus. 
Après plusieurs divisions cellulaires (20h post-induction), les cellules possédants seulement 24 
répétitions TG au site de cassure ont soit réparés leur cassure d’une autre façon ou sont mortes, 
expliquant la perte du signal sur le Southern. 
 
5.4. La SUMOylation et le trafic nucléoplasmique de l’ARN TLC1 
en réponse aux dommages à l’ADN 
 
Dans le cas de DSBs non réparables, la cellule peut favoriser la réparation par GCR. Parmi 
les mécanismes favorisant cela, il y a la relocalisation à la membrane nucléaire qui inhibe la HR 
et donc pourrait être impliquée dans la levée de l’inhibition par Rad52. Nous avons découvert 
un nouvel acteur dans ces processus, la SUMO ligase Siz1. En effet, en présence de DSBs, le 
relâchement de l’ARN TLC1 dans le nucléoplasme dépend de Siz1. L’implication de Siz1, et non 
de Siz2, dans ce processus est, en soit, particulière.  
En effet, Siz1 et Siz2 sont responsables de près de 99% de la SUMOylation chez S. 
cerevisiae (272). Ces deux SUMO ligases se partagent également la majeure partie des substrats 
et ont souvent des fonctions redondantes (272). Par contre, au niveau de la réparation de 
l’ADN, Siz2 et Mms21 semblent être plus importantes que Siz1. En effet, la majeure partie de la 
SUMOylation en réponse aux dommages à l’ADN tel que pour les protéines Rad52, Rad59 et le 
complexe RPA est effectué par Siz2 uniquement (496). Mms21 possède moins de substrats mais 
est tout aussi importante que Siz2 dans la réponse aux dommages à l’ADN. En effet, sa mutation 
induit une augmentation de près de 100x du nombre de GCR observés (384). Étant donné 
l’implication de Siz2 dans la signalisation durant la réponse aux dommages à l’ADN, il est 
surprenant de ne voir aucun effet de sa délétion sur le nombre de GCR observé (384). Cela peut 
être dû à une redondance entre les E3 SUMO ligases ou, bien qu’impliquée dans la réparation 
canonique des DSBs, elle joue aussi un rôle dans l’ajout de novo de télomère. Aussi, l’effet de la 
SUMOylation, par exemple sur Rad52, n’influence que de façon mineure la réparation. En effet, 
la SUMOylation de Rad52 n’affecte ni son aptitude à lier Rad51 ou le complexe RPA et n’affecte 
que de façon mineure son affinité pour l’ADN simple brin et double brin (497). La SUMOylation 
de Rad52 par Siz2 joue plus un rôle dans le choix de la voie de réparation utilisée que dans la 
réparation en tant que telle, ce qui peut expliquer l’absence d’effet dans l’essai GCR (497).  
La délétion de SIZ1 augmente le nombre de GCRs de 2 à 3 fois, mais aucune cible non-
redondante avec les autres SUMO ligases n’est actuellement connue à l’exception de PCNA 
(384, 498). PCNA joue un rôle central dans la réparation post-réplicative. Sa mono- ou poly- 
ubiquitination sert de signal pour basculer entre le recrutement de polymérases de translésion 
et le mode de « bypass » sans erreur par changement de brin matrice respectivement (498). La 
SUMOylation de PCNA par Siz1 favorise le recrutement de Rad6 et Rad18, responsables de la 
mono-ubiquitination de PCNA en plus de recruter Srs2, responsable de l’inhibition de la HR 
(498). La délétion de SIZ1 entraîne donc plus de GCR par dérégulation de la réparation post-
179 
 
réplicative (498). Dans cet article, nous fournissons un nouveau rôle unique à Siz1 dans la 
régulation des GCRs.  
À part le rôle de Pif1, le mécanisme par lequel la télomérase est localisée au nucléole en 
G2/M est encore inconnu. Par contre, nous savons qu’en présence de dommages à l’ADN, 
l’action de Siz1 interfère avec ce processus. Comment Siz1 permet le relâchement de l’ARN TLC1 
du nucléole? Cette question est encore ouverte et l’établissement de la cible de Siz1 sera 
important pour établir la mécanistique de cette dynamique. Une cible potentielle pourrait être 
Cdc13, qui est connue pour être SUMOylée et pourrait servir de signal moléculaire pour le 
relâchement de la télomérase (134). En effet, la présence d’un mutant de cdc13 ne permettant 
pas l’interaction avec Est1 ne permet pas la relocalisation de l’ARN TLC1 au nucléoplasme en 
présence de dommage à l’ADN. Par contre, celle-ci est une cible redondante de Siz1 et Siz2 et 
non une cible unique de Siz1 (134). On ne peut pas non plus exclure une possible SUMOylation 
des sous-unités de la télomérase comme cible potentielle ou d’une protéine nucléolaire. 
L’établissement de l’interactome de la télomérase spécifiquement en phase G2/M permettrait 
de trouver de possibles partenaires d’interaction nucléolaire qui permettent sa séquestration et 
d’élucider le rôle précis de Siz1 dans ce processus. 
 
5.5. L’établissement d’une méthode de séquençage haut débit 
pour identifier les évènements d’ajout de novo de télomère 
 
L’étude des GCRs est compliquée par le fait de la rareté ces évènements et de la grande 
variabilité, dans une même condition, du nombre d’événements détectables. Les techniques 
d’essai de GCR et d’induction de cassure par une endonucléase sont les principales techniques 
utilisées pour étudier ces processus. Chacune des techniques est utile pour répondre à 
différentes questions mais elles possèdent leurs faiblesses.  
L’essai GCR permet d’étudier l’impact de délétions, d’ajout ou de retrait de séquences 
dans la zone étudiée sur le nombre de GCRs. Cet essai permet aussi d’étudier les effets sur le 
nombre de GCRs totaux, en plus de permettre de distinguer entre translocations, duplications, 
délétions et ajout de novo de télomère. Par contre, pour pallier au problème de rareté des 
événements, une pression de sélection doit être appliquée, sélectionnant ainsi les événements 
« viables » et perdant ainsi une partie des événements menant à une perte de viabilité. Aussi, 
pour effectuer une sélection, la zone génomique étudiée doit être restreinte à quelques 
kilobases d’un seul bras d’un seul chromosome. Cette restriction fait aussi apparaître des sites 
préférentiels d’ajout de novo de télomère. Mais, en l’absence d’une pression de sélection pour 
les événements qui se passent dans cette région et qui entraîne la survie, sont-ils vraiment des 
sites préférentiels?  
L’induction d’une cassure à un site précis permet de moduler précisément le contexte 
génomique de la cassure et d’étudier l’effet des modifications sur l’ajout de novo de télomère. 
Par contre, ces études sont restreintes à un seul contexte génomique à la fois, bien que le site 
puisse être déplacé. Ainsi, la nécessité d’une séquence précise proche d’un site de cassure peut 
être vraie dans le contexte génomique du site de cassure étudié. Par contre, à un autre endroit 
du génome, le contexte (transcription, marques d’histones, compaction de la chromatine, 
localisation, etc.) peut être différent et permettre l’ajout de novo de télomère même en 
l’absence de cette dite séquence. Ceci peut expliquer quelques divergences entre résultats 
comme la différence de l’importance de Rad52 sur l’inhibition de l’ajout de novo de télomère 
entre les essais GCR et l’induction de cassure par endonucléase (Fig.35). 
Dans notre étude, nous avons développé une nouvelle technique pour passer outre les 
problèmes décrits ci-dessus. Cette technique repose sur le séquençage Illumina et comprend 
une analyse semi-automatisée pour identifier les événements d’ajout de novo de télomère. 
Cette méthode permet de détecter les événements dans tout le génome, à l’exception des 
séquences sous-télomériques dont la redondance des séquences complique l’attribution des 
fragments séquencés à un sous-télomère précis. Aussi, tous les événements, peu importe s’ils 
induisent la mort cellulaire ou la survie, sont détectés, permettant ainsi une évaluation moins 
biaisée de la prévalence de ces phénomènes.  
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La fréquence de GCR pour l’essai classique GCR pour des levures sauvages est de 3,5x10-
10 pour une séquence de 12kb. L’extrapolation de cette fréquence pour le génome entier de 
levure serait donc autour de 3,5x10-7. Pour le séquençage Illumina, 1µg d’ADN génomique a été 
envoyé ce qui correspond à l’ADN d’environ 7,7x107 cellules et 2 événements ont été détectés 
pour des levures sauvages, donnant ainsi des fréquences similaires. Par contre, l’ADN entier de 
l’échantillon n’est pas séquencé et étant donné le nombre de séquences obtenu pour 
l’échantillon, le séquençage fourni une couverture génomique correspondant à entre 100 et 300 
génomes. Cette méthode démontre donc que l’ajout de novo de télomère est un événement qui 
se passe plus souvent que précédemment estimé mais, qu’étant donné la perte de gènes 
encourue, les cellules meurent ou sont moins bien adaptés pour la survie. Confirmant cela, 92% 
des événements détectés par séquençage de l’ADN génomique sont en amont de gènes 
essentiel et auraient donc induit la mort cellulaire. Ce pourcentage est en accord avec la 
proportion du génome qui est en amont de tout gène essentiel (90%) (499). 
L’étude des séquences ayant permis un ajout de novo de télomère confirme un fort biais 
pour les sites ayant une courte séquence d’environ 6 nucléotides TG au site de cassure. Ceci 
confirme les modèles actuels. Par contre, on remarque que certains sites, même en l’absence 
de séquence TG au site de cassure, ont servi de substrat pour la télomérase montrant que ce 
critère n’est pas une condition sine qua non et suggère que d’autres critères supplémentaires 
établissent les prérequis du contexte génomique pour permettre l’addition de novo de 
télomère. Un de ces critères supplémentaires pourrait être la présence d’une deuxième 
séquence riche en TG en amont du site de cassure servant de plateforme de recrutement de 
Cdc13. En effet, les événements détectés montrent la présence de régions TG riches dans les 
2kb autour de la séquence (Fig.36C).  
De plus, bien que le nombre d’évènements soit peut-être trop petit, nous n’avons pas 
détecté de régions génomiques démontrant un biais pour l’ajout de novo de télomère (Fig.36A). 
66% des sites sont dans des ORFs, 23% dans des UTRs et 11% dans des régions non transcrites. 
Ces chiffres sont similaires aux chiffres trouvés dans la littérature (72% du génome est composé 
d’ORFs; 13% d’UTRs et 11% de régions non-transcrites) témoignant de l’absence de biais pour 
ces caractéristiques génomiques (500, 501). Dernièrement, les DSB se produisant dans l’ADN 
ribosomal sont connues pour être déplacées en périphérie du nucléole pour être réparées par la 
machinerie de réparation des cassures d’ADN conventionnelle (290). Cette translocation, chez 
l’humain, nécessite la détection et la signalisation effectuée par le complexe MRN (MRX chez la 
levure) et les kinases ATM et ATR (Tel1 et Mec1 chez la levure) et entame les processus de 
translocation, de répression transcriptionnelle de l’ADN ribosomal et de réparation (290). Par 
contre, en opposition aux voies de réponses aux dommages à l’ADN conventionnelles, la 
signalisation n’entraîne pas d’activation de Chk1 et Chk2 (Chk1 et Rad53 chez la levure) ni 
d’arrêt du cycle cellulaire (290). Il n’était donc pas clair si l’ADN ribosomal est protégé de la 
télomérase, comme elle l’est de Rad52, ou si la localisation en G2/M de l’ARN TLC1 au nucléole 
rend l’ADN ribosomal plus susceptible à l’ajout de novo de télomère. Grâce à notre méthode, 
nous pouvons démontrer que l’ADN ribosomal peut être un substrat de la télomérase, mais qu’il 
n’y a aucun biais positif ou négatif envers lui (Fig.36A-B). L’ajout de novo de télomères dans 
l’ADN ribosomal doit donc se passer à l’extérieur du nucléole, comme leur réparation 
conventionnelle. L’ajout de novo de télomères à l’intérieur du nucléole est sûrement inhibé par 
l’absence de Est2 dans le complexe de la télomérase en G2/M. 
En conclusion, bien qu’il soit nécessaire d’augmenter le nombre d’événements analysés 
pour tirer des conclusions fiables, la puissance du séquençage Illumina pour l’analyse de l’ajout 
de novo de télomère est sans équivoque et démontre déjà son potentiel. Il serait aussi 
potentiellement intéressant d’appliquer la technique à différentes conditions. L’analyse des 
sites sous-télomériques reste toujours problématique. Par contre, l’utilisation de séquençage 





Figure 36. –  Analyse de l’emplacement des sites d’ajout de novo de télomère détectés par 
séquençage Illumina de l’ADN génomique. 
(A) Schématisation du génome de Saccharomyces cerevisiae avec l’emplacement des 
événements d’ajout de novo de télomère détectés en rouge et des centromères en noir. Les 
pourcentages sous la colonne détectée (detected) représentent les pourcentages d’évènement 
d’ajout de novo de télomère détecté par chromosome. La colonne prédiction (predicted) 
représente la proportion du génome de chaque chromosome et représente le pourcentage 
d’événement d’ajout de novo de télomère en l’absence de biais envers certains chromosomes. 
Les répétitions de l’ADN ribosomal sont traitées séparément du chromosome XII et sont 
schématisés dans le panneau B. (B) Schématisation du locus ribosomal et de l’emplacement des 
événements d’ajout de novo de télomère détectés à l’intérieur de ce locus. (C) Distance entre le 
site d’ajout de novo de télomère et la première séquence d’au moins 3 répétitions TG(1-3) dans 
les différentes souches testées. Ces distances sont comparées avec la distance entre des 
coordonnées génomiques aléatoires et la première séquence d’au moins 3 répétitions TG(1-3). 
 
5.6. La régulation de l’expression de TERRA par la cohésine 
 
L’activité de la télomérase est délétère aux processus de réparation de l’ADN, ce qui 
explique que le recrutement et l’activité de la télomérase aux extrémités d’ADN sont fortement 
contrôlés. Par contre, la télomérase est nécessaire à l’entretien des télomères. De nombreux 
mécanismes sont mis en place pour réguler le recrutement et l’activité de la télomérase aux 
télomères. Parmi ceux-ci se trouve l’ARN TERRA qui permet de concentrer l’activité de la 
télomérase pour la cibler aux télomères courts (168). Bien que l’expression de TERRA soit 
fortement contrôlée, les télomères courts échappent à cette inhibition, permettant ainsi à 
TERRA d’effectuer sa fonction (165, 168). Afin de comprendre les fonctions de TERRA et son 
implication dans la régulation des processus qui ont lieu aux télomères, il est important de 
connaitre comment son expression est régulée. Outre la répression transcriptionnelle effectuée 
par le complexe SIR et la dégradation par Rat1, de nouveaux régulateurs de l’expression de 
TERRA ont été identifiés (159, 165, 166). Par exemple, les complexe TRAMP et PAF1 participent 
aussi à la régulation de cet ARN non-codant en induisant sa dégradation (164, 167).  
Dans le manuscrit présenté dans le chapitre 4, nous montrons que la cohésion 
télomérique participe aussi à l’inhibition de l’expression de TERRA. En effet, les télomères courts 
démontrent une perte de cohésion et une augmentation de l’expression de TERRA. Cependant, 
les expériences de ChIP ne démontrent pas une perte d’enrichissement de la cohésine aux 
télomères, suggérant que l’inhibition de l’expression de TERRA nécessite sa fonction 
d’emprisonnement des chromatides et que la perte de cohésion observée aux télomères courts 
ne découle pas de l’altération du chargement de la cohésine mais d’une étape subséquente. 
Une régulation de l’acétylation de Smc3 ou de la déstabilisation de l’interaction entre Smc3 et 
Mcd1 par Wpl1-Pds5 sont de bons candidats comme étape régulée aux télomères en fonction 
de la longueur des télomères.  
La régulation de l’expression génique par la cohésine a déjà été observée chez l’humain, 
la drosophile et la levure (327, 363-365, 370, 371). Chez l’humain, la cohésine, avec le 
répresseur transcriptionnel CTCF, sont retrouvés au niveau de la plupart des sous-télomères et 
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régule l’expression de TERRA (490). CTCF et la cohésine servent aussi, chez l’humain, de 
frontière entre l’hétérochromatine et l’euchromatine en limitant la propagation des marques 
d’histones (317, 326-331, 363). Chez la levure, aucune frontière de ce genre n’a été identifiée au 
niveau des télomères. Il est généralement accepté que la limite de la propagation de 
l’hétérochromatine sous-télomérique se fait par la compétition et la balance entre les activités 
de déacétylase de Sir2 et d’acétyl-transférase de Sas2 (38, 39). Par contre, l’effet de la cohésion 
sur la transcription sous-télomérique et sur l’expression de TERRA pourrait témoigner d’un rôle 
de la cohésine dans l’établissement d’une frontière. Ce rôle serait similaire à celui observé au 
site HMR où la cohésine y joue un rôle d’élément isolateur (366). De plus, l’expression du 
mutant mcd1-1 entraîne une augmentation de la présence de la modification d’histone H4K16ac 
d’environ 1,5 fois dans les régions sous-télomériques (486). Il est donc possible que la cohésion 
télomérique inhibe l’expression de TERRA en limitant l’action de Sas2 ou d’autres acétyl-
transférases et favoriserait la répression transcriptionnelle produite par le complexe SIR. Il est 
aussi possible que la cohésion télomérique limite l’accès de certains facteurs de transcriptions 
spécifiques à la chromatine. La comparaison de l’interactome de la cohésine aux télomères 
courts et aux télomères de taille normale pourrait permettre d’identifier les mécanismes par 
lesquels la cohésion influence la transcription de TERRA. 
 
5.7. La régulation de la cohésion télomérique 
 
Nous avons identifié Sir4 comme régulateur de la cohésion télomérique. En effet, en 
présence de la délétion de SIR4, un télomère court démontre une cohésion télomérique 
similaire à celle d’un télomère de taille normale. Étant donné le rôle de Sir4 dans le complexe 
SIR, il est surprenant que la délétion de SIR2 n’ait aucun effet sur la cohésion aux télomères 
courts. Cela suggère que le rôle de Sir4 dans ces processus est indépendant de son rôle dans la 
désacétylation effectuée par le complexe SIR.  
Une fonction de Sir4 est l’ancrage à la membrane des télomères via son interaction avec 
la protéine de la membrane nucléaire Mps3 (42, 154). Plusieurs voies de localisation 
membranaire des télomères existent et plusieurs sont partiellement redondantes. Par contre, 
en phase S, la délétion de SIR4, la délétion du domaine N-terminal nucléaire de Mps3 nécessaire 
à l’interaction avec Sir4 ou la surexpression d’un peptide soluble exprimant uniquement le 
domaine N-terminal de Mps3, entraînent tous une diminution de l’ancrage membranaire 
d’environ 20% des télomères (42, 154). Cette proportion est similaire au pourcentage de 
télomères courts présents dans une cellule. En effet, 15-28% des télomères expriment TERRA et 
environ 10% des télomères, principalement les plus courts, sont rallongés durant une même 
phase S (137, 168). Il est donc probable que les télomères ancrés à la membrane via une 
interaction entre Sir4 et Mps3 soient la même population de télomères exprimant TERRA et 
étant préférentiellement allongés. Nous proposons que, parmi les voies de localisation 
membranaire des télomères, Sir4 et Mps3 sont impliqués dans la localisation des télomères 
courts en particulier durant la phase S. De plus, nous proposons que cette localisation joue un 
rôle dans la perte de cohésion. En effet, Mps3 interagit physiquement avec plusieurs 
régulateurs de la cohésine comme Eco1, Pds5 et Smc3, en plus d’avoir une interaction 
génétique avec Wpl1 (353, 502-505). Mps3 interagit également physiquement avec Rfc2, Ctf18 
et Ctf8, des sous-unités du facteur de transcription alternatif C (RFC) qui affectent 
l’établissement de la cohésion (503, 506-508). Ensemble, ces interactions font de Mps3 un site 
potentiel de régulation de la cohésion. Il sera intéressant d’étudier son implication et son rôle 
dans la régulation de la cohésion des télomères. 
 
5.8. L’organisation structurelle télomérique comme régulateur de 
l’expression de TERRA  
 
Comme expliqué précédemment, TERRA est régulé par plusieurs mécanismes dont 
plusieurs dépendent de la longueur des télomères. Par contre, le lien entre longueur des 
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télomères et expression de TERRA n’est pas toujours direct et, dans certaines conditions comme 
en présence de stress oxydatif, l’expression de TERRA n’est pas corrélée avec la longueur des 
télomères (164, 166, 509-512). La façon dont l’expression de TERRA est affectée dans ces 
conditions n’est pas connu. La régulation de l’expression de TERRA par la cohésion télomérique 
peut suggérer un rôle de l’organisation structurelle des télomères dans l’activation de 
l’expression de TERRA indépendamment de la longueur des télomères. En effet, plusieurs 
évidences pointent vers un rôle de l’organisation structurelle des télomères dans la répression 
transcriptionnelle. L’ancrage à la membrane nucléaire des télomères et la formation d’agrégats 
(clusters) télomériques influencent l’expression des gènes sous-télomériques, suggérant que ces 
mécanismes pourraient aussi réguler TERRA (70, 147-149). De plus, chez S. pombe, les cellules 
en quiescence démontrent une hyper-agrégation des télomères à la membrane et celle-ci est 
impliquée dans la répression de TERRA (412, 513).  
L’organisation structurelle du génome est maintenue par les complexes SMC (Structural 
maintenance complexes). Le complexe Smc5/6 et la cohésine sont retrouvés au niveau de la 
région sous-télomérique et leur présence affecte le TPE et l’expression de TERRA (473, 486). En 
effet, nos travaux ont aussi montré que le complexe Smc5/6 joue un rôle dans l’agrégation des 
télomères et le TPE, et un mutant d’une sous-unité de ce complexe (nse3-1) induit une 
augmentation de l’expression de TERRA et une diminution du TPE (473)(Annexe 1). Cela suggère 
que la structure des télomères et l’agrégation des télomères peuvent réguler l’expression de 
TERRA. De plus, le mutant de la cohésine mcd1-1 entraîne une altération de la compaction et de 
l’ancrage à la membrane des télomères en plus d’entraîner une perte de cohésion des 
télomères (486). Ces phénotypes sont aussi accompagnés d’une augmentation de l’expression 
des gènes sous-télomériques et de TERRA (486). Ensemble, ces données et les nôtres suggèrent 
une implication des complexes SMC dans la régulation de l’expression de TERRA par leur effet 
sur l’organisation structurelle des télomères. 
Il est à noter que nos données montrent une régulation de la cohésion des télomères par 
des mécanismes dépendants de la longueur des télomères. Par contre, notre suggestion que la 
régulation de la cohésion passe par l’ancrage à la membrane nucléaire rend probable que 
différentes conditions autres que le raccourcissement des télomères peuvent engendrer le 
même effet en permettant un ancrage à la membrane similaire. En effet, il existe différentes 
voies d’ancrage des télomères à la membrane et celles-ci sont partiellement redondantes (40, 
42, 70, 141, 148-154). L’ancrage des télomères à Mps3 pourrait donc se passer 
indépendamment de la longueur des télomères par une de ces voies redondantes.  
L’augmentation de l’expression de TERRA en réponse à certains stress et stimuli pourrait 
impliquer l’altération de l’organisation structurelle des télomères (compaction, ancrage à la 
membrane, agrégation et cohésion) par des mécanismes impliquant les complexes SMC. Il sera 
intéressant d’étudier l’implication de ces mécanismes dans des conditions entraînant une 
augmentation de TERRA indépendamment de la longueur des télomères. Une de ces conditions 
est la transition diauxique et est discutée dans la section ci-dessous. 
 
5.9. L’induction de TERRA durant la transition diauxique 
 
Dans le second article présenté dans cette thèse, nous démontrons une régulation de 
l’expression de TERRA durant la transition diauxique. Cette transition métabolique est 
caractérisée par un ajustement du programme transcriptionnel majeur en réponse au stress 
provoqué par l’absence de glucose disponible comme source de carbone et en réponse au 
stress oxydatif provoqué par l’augmentation de la respiration cellulaire.  
Le lien entre le métabolisme et TERRA avait déjà été suggéré par le groupe du Dre. 
Decottignies (509). En effet, des sites de liaison pour le facteur de transcription NRF1 ont été 
identifiés sur une majorité des sous-télomères chez l’humain (509). NRF1 est impliqué dans la 
régulation de gènes jouant un rôle dans la respiration cellulaire ainsi que dans la transcription et 
la réplication de l’ADN mitochondrial (514). La délétion de NRF1 induit une diminution de 
l’expression de TERRA et la surexpression induit l’effet inverse (509). De plus, l’activité physique, 
un stimulus régulateur de NRF1, induit une augmentation de l’expression de TERRA dans les 
cellules musculaires (509). Ceci confirme le lien entre métabolisme respiratoire et expression de 
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TERRA et peut suggérer un rôle protecteur de TERRA en réponse aux changements 
métaboliques.  
D’autres groupes ont, par la suite, confirmé un lien entre TERRA et le stress oxydatif 
(510, 511). Ainsi, le traitement avec du peroxyde d’hydrogène induit l’expression de TERRA chez 
des cellules épithéliales alvéolaires humaines et murines (510). Cette augmentation est corrélée 
avec une diminution de la croissance et une augmentation de l’apoptose (510). L’inhibition de 
TERRA supprime ces effets, suggérant un lien entre la réponse au stress oxydatif, la régulation 
de l’expression de TERRA et le sort des cellules (510). Un autre groupe a aussi récemment 
montré l’induction de TERRA suite à l’exposition au peroxyde d’hydrogène chez des cellules 
embryonnaires rénales ainsi que suite à l’augmentation du stress oxydatif créé par 
l’augmentation de la respiration mitochondriale induite par l’hypothermie dans les tissues 
adipeux bruns chez la souris (511). Cette induction de TERRA est accompagnée d’une 
augmentation de la marque épigénétique H3K9me3 au niveau des sous-télomères et d’une plus 
grande présence de HP1γ suggérant une transcription active (511). De façon intéressante, les 
cellules ayant déjà subi un stress oxydatif démontrent une induction de TERRA plus rapide, un 
phénomène similaire à l’adaptation suite au stress (511, 515). 
Chez la levure, le raccourcissement des télomères suite à la délétion de la télomérase 
induit une augmentation de l’expression de TERRA, une diminution de la répression des gènes 
sous-télomériques et une reprogrammation transcriptionnelle globale favorisant l’expression de 
gènes impliqués dans le métabolisme mitochondrial et la respiration cellulaire (476). 
Effectivement, les régions sous-télomériques sont enrichies de gènes impliqués dans le 
métabolisme des sucres et le métabolisme mitochondrial (12, 516, 517). Ceci renforce l’idée 
d’un lien entre les télomères et le métabolisme. 
 
5.10. L’induction de TERRA et la réponse au stress  
 
Plusieurs stress comme le choc thermique, la restriction métabolique et le choc 
osmotique stimulent la voie centrale de réponse au stress environnemental (ESR). Celle-ci induit 
une diminution de la synthèse protéique globale, une augmentation de la synthèse de 
chaperonnes, la modulation du métabolisme cellulaire, un ralentissement du cycle cellulaire et 
une stimulation des défenses cellulaires contre les dommages à l’ADN (515). Ces changements 
permettent à la cellule de s’adapter à un changement environnemental. Au centre de la ESR se 
trouve un ajustement du programme transcriptionnel. Celui-ci se fait grâce à quelques facteurs 
de transcriptions, les plus importants étant les protéines Msn2 et Msn4 (515). La régulation de 
l’expression de TERRA durant la transition diauxique et en réponse au stress oxydatif peut 
s’expliquer par la présence de plusieurs sites de liaison pour ces facteurs de transcription au 
niveau des sous-télomères. En effet, plusieurs facteurs de transcriptions montrent une liaison 
aux sous-télomères qui est augmentée en présence de stress, notamment Msn4 et Yap6, 
impliqués dans la ESR (517). Ces données soulèvent la possibilité que la régulation de 
l’expression de TERRA en transition diauxique fait partie d’une réponse plus large au stress. En 
effet, il a été montré qu’une augmentation de l’expression de TERRA en présence de stress 
cellulaires est liée à l’adaptation métabolique suite au manque de glucose, au stress oxydatif 
ainsi qu’au stress thermique (509-512). Il est aussi possible que la régulation en réponse au 
stress passe par la régulation de l’organisation structurelle des télomères comme expliqué 
précédemment. 
De plus, chez l’humain, l’expression de TERRA est augmentée en réponse aux dommages 
à l’ADN et joue possiblement un rôle dans la protection contre les agents mutagènes, 
considérant que la déplétion de TERRA entraîne l’activation de la réponse aux dommages à 
l’ADN à plusieurs sites non-télomériques (518, 519). Également chez l’humain, TERRA se 
retrouve aussi dans des exosomes et participe à la réponse inflammatoire, augmentant ainsi le 
nombre de stress induisant la transcription de TERRA (520). Il sera intéressant d’établir la 




5.11. Les rôles de TERRA dans la réponse au stress  
 
Les télomères sont une cible préférentielle des dommages oxydatifs dû à leur 
composition riche en guanine et leur localisation en périphérie du noyau. En effet, les molécules 
oxydantes sont principalement produites à l’extérieur du noyau et donc, lorsque ces molécules 
entre dans le noyau, elles rencontrent en premier l’ADN localisé à la membrane nucléaire. La 
transcription de TERRA pourrait jouer un rôle dans la protection des télomères de plusieurs 
façon. Premièrement, suite aux dommages, une transcription accrue pourrait augmenter la 
détection et la réparation des dommages par les voies de réparation par excision des 
nucléotides, couplée ou non à la transcription (BER et TC-NER) et ainsi empêcher que ces 
dommages nuisent à la réplication (521-524). En effet, les dommages oxydatifs aux télomères 
peuvent induire des arrêts des fourches de réplication (525). Il est aussi connu que la 
transcription de TERRA facilite la réplication en délogeant des protéines fixées à l’ADN, 
particulièrement en conditions de stress (457). Si les télomères sont la cible de plusieurs 
dommages à l’ADN, plusieurs protéines de réparation sont recrutées aux télomères, ce qui peut 
constituer un obstacle aux fourches de réplication. La transcription télomérique pourrait donc 
aussi aider à la réplication des télomères en enlevant ces protéines recrutées aux télomères. 
Outre les effets in cis pour promouvoir la réparation et la réplication des télomères, une autre 
fonction possible de l’augmentation de la transcription de TERRA pourrait être de diminuer les 
chances de dommages aux télomères en les « diluant » avec une grande quantité d’ARN TERRA. 
L’ARN, comme l’ADN est susceptible d’être oxydé (526, 527). L’oxydation de l’ARN peut 
entraîner des défauts dans la traduction des ARN messagers et dans la fonction des ARN non-
codants (526, 527). Étant donné la localisation cytoplasmique et l’abondance des ARN, ils sont 
beaucoup plus ciblés par les ROS (526, 527). Par contre, lorsque les ROS se rendent jusqu’au 
noyau, l’ADN, et particulièrement les télomères, sont à risque (528, 529). Une façon de 
diminuer les dommages aux télomères serait d’augmenter les chances que les ROS réagissent 
avec une molécule d’ARN en augmentant la transcription localisée. De façon intéressante, 
l’hypothèse que TERRA pourrait servir de tampon envers les ROS pour servir de défense aux 
télomères a déjà été proposée (509, 530). Pour vérifier cette théorie, il serait intéressant de 
vérifier la présence de 8-oxoG sur TERRA dans ces conditions et déterminer si l’inhibition de la 
transcription de TERRA induit une plus grande présence de ces modifications sur les télomères. 
TERRA est aussi impliquée, chez l’humain, dans la régulation in trans de l’expression 
génique. En effet, dans les cellules embryonnaire de souris, il a été montré que TERRA peut lier 
d’autres régions génomiques et sa diminution induit une dérégulation de l’expression de ses 
gènes cibles (170). TERRA peut interagir avec plusieurs facteurs épigénétiques tels que ATRX, 
PRC2, HP1α et SUV39H1 (170, 467, 531-534). Il se peut donc que TERRA, en se localisant à 
d’autres régions génomiques et en interagissant avec des facteurs de transcription ou des 
modificateur épigénétiques, joue un rôle dans la changement du programme transcriptionnel 
en réponse au stress chez l’humain. Par contre, chez la levure, le faible nombre de molécule de 
TERRA par cellule rend cette fonction moins probable. Il n’y a aussi aucune étude démontrant 
une régulation de l’expression génique par TERRA chez la levure. Aussi, une fonction de 
régulateur épigénétique n’expliquerait pas la localisation cytoplasmique observée en transition 
diauxique chez la levure. 
 
5.12. La localisation de TERRA au cytoplasme  
 
Les fonctions possibles de TERRA décrites ci-dessus impliquent plus un rôle de la 
transcription de TERRA plutôt qu’une fonction des molécules de TERRA. Dans ces cas, la cellule 
n’a pas besoin des molécules de TERRA produites. Aussi, en situation normale, la quantité de 
TERRA produite est contrôlée par plusieurs mécanismes et sa surexpression ou la diminution de 
son expression interfère avec les fonctions télomériques normales. Étant donné que les 
fonctions proposées de TERRA sont toutes nucléaires, il est possible que la localisation de TERRA 
au cytoplasme témoigne d’un besoin de la transcription télomérique sans besoin de fonctions 
supplémentaires de TERRA. La régulation de sa localisation serait donc ici une façon d’empêcher 
une concentration locale élevée de TERRA pouvant interférer avec ses fonctions aux télomères. 
Il serait donc intéressant de vérifier si les molécules de TERRA au cytoplasme y sont envoyées 
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afin d’être séquestrées. La colocalisation de TERRA aux granules de stress ou aux « P-bodies » 
pourrait aider à clarifier cette hypothèse. Par contre, il est peu probable que la localisation au 
cytoplasme de TERRA soit liée à sa dégradation. En effet, en utilisant le mutant de l’ARN 
polymérase II rpb1-1, pour inhiber la transcription de TERRA, la demi-vie de TERRA n’est pas 
diminuée durant la transition diauxique. 
Ce raisonnement pour expliquer la localisation de TERRA au cytoplasme s’applique aussi 
à la fonction proposée de TERRA comme tampon des dommages oxydatifs. De plus, la présence 
de 8-oxoG sur TERRA pourrait altérer ses fonctions. En effet, TERRA peut former des structures 
secondaires tel que des quadruplexes de guanines et l’oxydation de guanine peut affecter la 
formation de ces structures, et ainsi altérer ses interactions ARN-protéine et ses fonctions (530, 
535, 536). Dans un tel cas, il serait normal de retirer les molécules de TERRA oxydées du noyau 
pour empêcher que celles-ci interfèrent avec d’autres fonctions. 
On ne peut exclure la possibilité que TERRA jouerait un rôle encore inconnu dans le 
cytoplasme durant la transition diauxique et en réponse au stress oxydatif. Étant donné 
l’implication de la mitochondrie dans le métabolisme respiratoire et la production de ROS, il est 
possible que TERRA soit localisée à la mitochondrie pour y jouer un rôle. Un rôle de régulateur 
transcriptionnel ou de contrôle épigénétique des gènes mitochondriaux en réponse au stress 
serait une possibilité. L’étude de la colocalisation de TERRA avec les mitochondries durant la 




Dans la première partie de la thèse, nos travaux ont démontré que la séquestration 
nucléolaire de l’ARN TLC1 représentait un nouveau mode de régulation de l’activité de la 
télomérase en phase G2/M et en présence de dommage à l’ADN. Nous y avons identifié un rôle 
joué par Rad52 et Rad51 sur l’accumulation de Cdc13 aux sites de cassures. Bien que Rad52 et 
Rad51 soient impliquées dans la réparation des cassures d’ADN par la recombinaison 
homologue, la délétion de ces protéines ne favorise pas la formation de GCR à des niveaux 
similaires, la délétion de RAD52 entrainant un niveau plus élevé de GCR. Cette différence peut 
suggérer, par exemple, qu’en l’absence de RAD51, que des voies alternatives de recombinaison 
compensent la perte de Rad51, expliquant la diminution du nombre d’événements de GCR 
comparé à la délétion de RAD52. Nos données montrent que cette différence peut aussi être 
expliquée par le rôle que Rad51 dans l’accumulation de Cdc13 aux sites de cassures et dans 
l’ajout de novo de télomère. Le rôle de Rad52 sur l’inhibition de l’accumulation de Cdc13 aux 
sites de cassures peut être expliqué par son impact sur la dynamique de RPA sur l’ADN simple 
brin, mais le mécanisme par lequel Rad51 favorise l’accumulation de Cdc13 reste à être 
caractériser. Rad51 est aussi important pour le maintien des télomères en l’absence de la 
télomérase et des cellules murines délétées de RAD51 montrent des télomères plus courts et 
des signes de fragilités télomériques (537), suggérant que les mécanismes identifiés entre 
Rad51 et Cdc13 au niveau de l’ajout de novo de télomère pourraient jouer un rôle au niveau des 
télomères. 
La SUMOylation est une PTM importante dans le contrôle de la localisation des facteurs 
de réparation des cassures d’ADN. En effet, la SUMOylation permet l’ancrage des DSBs à 
différents sous-compartiments de la membrane nucléaire et permet l’exclusion nucléolaire de 
Rad52 et de la recombinaison homologue. Nos travaux ont montrés que la SUMOylation par 
Siz1 joue également un rôle dans la régulation de la localisation nucléolaire de l’ARN TLC1. 
L’indentification de la cible de Siz1 est la prochaine étape pour l’étude de la télomérase et de 
l’ajout de novo de télomère. En effet, connaitre celle-ci permettrait d’établir les mécanismes de 
contrôle de la localisation nucléolaire de l’ARN TLC1 et pourrait éventuellement représenter une 
cible potentielle d’inhibition de l’activité de la télomérase en permettant de contrôler sa 
séquestration nucléolaire. 
Nos travaux ont aussi permis de développer une nouvelle technique fondée sur le 
séquençage haut-débit Illumina de l’ADN génomique pour la quantification et la caractérisation 
des événements d’ajout de novo de télomère. Cette technique devrait complémenter les 
techniques standards utilisées dans ce domaine. L’utilisation de cette technique permettra de 
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mieux établir les conditions génomiques favorables à l’ajout de novo de télomère et de mieux 
comprendre les mécanismes régulant l’ajout de novo de télomère. Nos travaux ont, par 
exemple, permis de démontrer que la télomérase peut agir sur les cassures dans l’ADN 
ribosomal mais que la localisation nucléolaire de l’ARN TLC1 en G2/M ne fait pas de l’ADN 
ribosomal un site préférentiel, suggérant que la télomérase y agit de façon similaire au reste du 
génome, probablement dans le nucléoplasme. Nous données obtenues grâce à cette technique 
clarifient les mécanismes de recrutement de la télomérase aux cassures d’ADN, appuyant un 
modèle à deux partie avec une séquence riche en nucléotides TG en amont du site de cassure 
permettant l’accumulation de Cdc13 et une courte séquence au site de cassure pour la liaison 
de la télomérase. 
Dans la deuxième partie de la thèse, nous avons montré que les changements 
métaboliques et le stress oxydatif ont un impact  sur la transcription de TERRA. Nos travaux 
s’ajoutent à un domaine d’étude grandissant qui montre que plusieurs stress cellulaires ont un 
effet sur l’expression de TERRA, plaçant possiblement TERRA comme un effecteur de la réponse 
au stress environnemental. Cependant le rôle précis de TERRA dans cette réponse n’est pas 
connu et reste à être étudié plus en détail. De plus, les fonctions de TERRA sont 
intrinsèquement liées à sa transcription et plusieurs données controversées existent quant aux 
rôles de TERRA, car sa transcription non-régulée nuit à la réplication et la stabilité des 
télomères. Il est donc important de comprendre les régulateurs endogènes de la transcription 
de TERRA. Comprendre les  mécanismes régulant la transcription de TERRA en réponse au stress 
permettra une meilleure compréhension des conditions favorisant la transcription de TERRA et  
de mieux établir ses rôles. 
Nous avons aussi montré que la cohésine et la cohésion télomérique sont des 
régulateurs de l’expression de TERRA. Les télomères courts démontrent une perte de cohésion 
prématurée qui induit l’expression de TERRA. Cette perte de cohésion est dépendante de Sir4 et 
suggère une implication de l’ancrage à la membrane nucléaire dans la régulation de la cohésion 
télomérique et de l’expression de TERRA. La cohésine et les complexes de la maintenance 
structurelle du génome (SMC) en général, par leur impact sur la compaction, la cohésion, 
l’agrégation et la localisation des télomères représentent de nouveaux régulateurs de la 
transcription télomérique. Il sera intéressant d’étudier plus en détail l’impact de l’ancrage à la 
membrane sur ces mécanismes. La localisation à des sous-compartiments membranaires 
pourrait représenter  une façon générale de réguler les processus prenant place au niveau des 
télomères. Nous pensons que la longueur des télomères pourrait influencer leur localisation  à 
la membrane nucléaire. Cependant, il serait intéressant d’étudier si cette régulation de la 
localisation et de la transcription télomérique est exploitée dans d’autres conditions, telles 
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Annexe 1 – Smc5/6 est un complexe associé aux télomères 
et régule la liaison de Sir4 au télomère ainsi que l’effet de 
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Annexe 2 – Imagerie de l’ARN de la télomérase chez la 
levure Saccharomyces cerevisiae et en cellules humaines par 
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Annexe 3 – TERRA, un régulateur à plusieurs facettes de 
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